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 “Impact de mutations de SHP2 associées au syndrome de Noonan sur le métabolisme énergétique ” 
 
 Le syndrome de Noonan (SN) est une maladie génétique relativement fréquente (prévalence≈1/2000) 
associant de multiples défauts développementaux (cardiopathies congénitales, retard de croissance, dysmorphie 
et prédisposition tumorale). Le SN et des syndromes apparentés, regroupés au sein de famille des Rasopathies, 
sont causés par des mutations d’acteurs ou de régulateurs de la voie de signalisation Ras-MAPK et partagent 
l’hyperactivation de cette voie comme origine physiopathologique (Tajan et al., 2018). Au-delà des altérations 
développementales, de récentes études ont souligné que les Rasopathies pouvaient être associées à des 
anomalies du métabolisme énergétique (Dard et al., 2018). En effet, les patients atteints de Rasopathies, aussi 
bien que différents modèles murins de ces maladies, présentent une dépense énergétique augmentée et une 
réduction de leur indice de masse corporelle et de leur adiposité (Leoni, et al. 2016 ; Oba et al, 2018, Tajan et al, 
2014). Cependant, les mécanismes sous-jacents à ces altérations métaboliques sont encore mal compris.  
 Dans cette étude, nous avons tiré parti d’un modèle murin du SN, portant à l’état hétérozygote une 
mutation du gène codant SHP2 (SHP2D61G/+) fréquemment retrouvée chez les patients SN. Nous avons observé 
que les souris SN affichaient une augmentation de leur dépense énergétique sans modification majeure de leurs 
prises hydrique et alimentaire ou de leur activité locomotrice spontanée. De plus, les souris SN ont une réduction 
de tous leurs dépôts adipeux, sont résistantes à l’obésité lorsque mises en régime riche en graisse, et présentent 
des modifications fonctionnelles de leurs tissus adipeux. De façon intéressante, nous avons également 
documenté une augmentation de la densité mitochondriale, de la biogenèse et de la respiration dans le tissu 
adipeux inguinal des souris SN, suggérant un phénomène de « beigisation ». En accord avec ces résultats, UCP1 
est spécifiquement surexprimé dans ce tissu et les souris SN présentent un phénotype de résistance au froid. 
D’un point de vue mécanistique, l’expression de mutants de SHP2 associés au SN augmente la 
transdifférenciation de cellules adipeuses souches multipotentes humaines (hMADS) vers un phénotype beige, 
révélant un processus cellule-autonome. De plus, un traitement chronique des souris SN par un inhibiteur 
pharmacologique de MEK1 normalise l'expression génique des marqueurs de mitochondriogenèse et d'UCP1, 
traduisant un phénotype Ras-MAPK dépendant. De manière surprenante, dans certains tissus non adipeux (foie, 
muscle) de même que dans une lignée cellulaire fibroblastique exprimant des mutants SN, nous avons mesuré 
une diminution de la fonction et/ou de la biogenèse mitochondriales, en accord avec des travaux antérieurs (Lee 
et al., 2009). Cette contradiction apparente pourrait être liée aux capacités oxydatives différentes des 
tissus/cellules considérés. A l’appui de cette hypothèse, les souris SN présentent un décalage plus rapide du 
quotient respiratoire vers l’utilisation du glucose, soulignant une gestion différentielle de ce substrat. 
 Ainsi, cette étude révèle que le mutant de SHP2 associé au SN promeut des dysfonctions métaboliques 
complexes, ouvrant de nouvelles perspectives dans la compréhension de la physiopathologie de cette maladie. 
Au-delà des maladies rares, cela pourrait ouvrir de nouvelles pistes dans l’identification de mécanismes 








“Impact of SHP2 mutations associated with Noonan syndrome on energy metabolism” 
 
Noonan syndrome (NS) is a relatively frequent genetic disease (prevalence≈1/2000) associating multiple 
developmental defects (e.g. cardiopathies, growth delay, dysmorphism, tumor predisposition). NS and related 
disorders, gathered into the so-called family of Rasopathies, are caused by mutations of actors or regulators of 
the Ras-MAPK signaling pathway and share Ras-MAPK hyperactivation as a pathophysiological origin (Tajan et 
al., 2018).  
Besides developmental defects, recent studies have highlighted that Rasopathies could be associated to 
energy metabolism dysfunction (Dard et al, 2018). Indeed, patients with Rasopathies, as well as several mouse 
models, display increased energy expenditure and reduced body mass index and adiposity (Leoni, et al. 2016; 
Oba et al, 2018, Tajan et al, 2014). However, the mechanisms underlying these metabolic alterations are 
misunderstood.  
In this study, we took advantage of a well-established NS mouse model, carrying a SHP2 mutation 
(SHP2D61G/+) often borne by NS patients. We observed that NS mice displayed increased energy expenditure 
without significant changes of food and water intake or their spontaneous locomotor activity. Moreover, NS mice 
have a reduction of all fat deposits. Interestingly, we documented an increase of mitochondrial density, 
biogenesis and respiration in inguinal adipose tissue of NS mice, suggesting a “beiging” phenomenon. 
Consistently, UCP1 was specifically overexpressed in this tissue and NS mice displayed a cold resistance 
phenotype. Expression on NS-causing mutants enhanced the transdifferentiation of human multipotent adipose 
derived stem cells (hMADs) toward “beiging”, highlighting a cell-autonomous process. Intriguingly, when 
expressed in a fibroblast cell line, NS-causing mutants resulted in decreased mitochondrial function and 
biogenesis, in accordance with a previous report (Lee et al, 2009). This suggests that NS-associated mutant could 
have different impacts on mitochondrial function depending on the cell type, which might be linked to different 
oxidative capacities. This hypothesis is also supported by a faster shift toward the use of glucose of the 
respiratory quotient of NS mice, highlighting possible changes in the management of this substrate. 
This study reveals that NS-associated SHP2 mutant promotes complex metabolic dysfunctions, which 
could help to better understand the pathophysiology of this disease, but can also provide new insights into the 
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La plupart des maladies métaboliques comme le diabète ou l’obésité sont aujourd’hui 
un fléau qui touche plusieurs millions de personnes et dont la recherche scientifique ne cesse 
de progresser pour faire face à cet enjeu de santé publique. Afin de comprendre les 
mécanismes physiopathologiques mis en jeu dans ces maladies, il est nécessaire de 
comprendre comment l’organisme gère l’utilisation des différents substrats (carbohydrates, 
lipides, …) par les tissus afin de maintenir une homéostasie énergétique.  
De façon intéressante, l’étude des maladies rares a pris de l’ampleur au cours de ces 
dernières années grâce aux avancées de la génétique, mais aussi parce que, partageant 
souvent des traits cliniques avec des maladies plus communes, elles représentent des modèles 
d’exploration pour comprendre la physiopathologie. C’est notamment le cas de la famille des 
Rasopathies, maladies génétiques rares affichant, en plus de multiples anomalies 
congénitales, des désordres énergétiques importants. Comprendre la physiopathologie des 
anomalies métaboliques associées aux Rasopathies peut donc améliorer notre connaissance 
de ces maladies, mais aussi avoir des retombées dans le domaine de maladies métaboliques 
plus communes. Dans le premier chapitre de l’introduction de cette thèse, nous abordons 
donc les aspects cliniques, génétiques et biochimiques des Rasopathies, notamment de la plus 
fréquente et mieux étudiée d’entre elles, le syndrome de Noonan (SN). Puis, nous décrivons 
les principales anomalies métaboliques associées aux Rasopathies, notamment les 
dérégulations du métabolisme énergétique et la réduction d’adiposité. Cela nous amène, dans 
un deuxième chapitre, à décrire l’importance de la balance énergétique en décortiquant 
notamment les voies métaboliques intracellulaires permettant de la maintenir à l’équilibre. 
De plus, le fonctionnement capital des mitochondries, organites cellulaires au carrefour de ces 
voies métaboliques et moteurs énergétiques de la cellule, est mis en avant. Un troisième 
chapitre s’attache à présenter les tissus adipeux en tant qu’organes à part entière et pouvant 
grandement influencer l’état métabolique général de l’organisme, leur fonctionnement et leur 
action systémique. Nous présentons également l’avancée des travaux à visée thérapeutique, 
et plus particulièrement l’effet thermogénique des tissus adipeux brun et beige sur le 






Dans la partie expérimentale de ce manuscrit, nous présentons les travaux de thèse 
qui ont ainsi visé à comprendre l’impact métabolique d’une mutation fréquemment retrouvée 
chez les patients atteints du SN. Pour réaliser cette étude, nous avons tiré parti d’un modèle 
murin SN bien établi et récapitulant toutes les caractéristiques de la maladie. Nous avons alors 
mis en évidence que les souris SN présentaient une dépense énergétique accrue par rapport 
à des animaux sains, sans modifications majeures des paramètres généraux pouvant affecter 
la balance énergétique (prise alimentaire et hydrique ou activité locomotrice spontanée). Une 
analyse par résonance magnétique de la composition corporelle des souris SN révèle que ce 
phénotype d’augmentation de dépense énergétique est accompagné d’une diminution de 
l’adiposité et plus précisément, d’une réduction de tous les dépôts adipeux. Nous nous 
sommes donc penchés sur l’aspect énergétique du tissu adipeux SN pouvant éventuellement 
expliquer la modification de la dépense énergétique. Nous avons mis en évidence une 
augmentation de la densité, de la biogenèse et de la respiration mitochondriale, 
spécifiquement dans le tissu adipeux sous-cutané inguinal des animaux. Cette caractéristique 
s’accompagne d’un phénomène de beigisation avec notamment l’augmentation de la protéine 
mitochondriale découplante et thermogénique, UCP1. En accord avec ces résultats, nous 
avons montré que les souris SN semblaient être résistantes au froid. Ainsi, la beigisation du 
tissu adipeux pourrait participer à l’augmentation de la dépense énergétique des souris SN. 
Mécanistiquement, les pré-adipocytes SN montrent un défaut/retard de différenciation et le 
processus de beigisation semble être « cellule-autonome ». Enfin, nous avons montré que la 
beigisation et l’augmentation de la biogenèse mitochondriale associée étaient dépendantes 
de la voie Ras-MAPK, cascade de signalisation intracellulaire, particulièrement responsable 
des défauts développementaux de cette maladie et d’autres Rasopathies. Contre toute 
attente, l’analyse d’autres tissus métaboliquement actifs comme le foie et le muscle 
squelettique montre à l’inverse une tendance à la baisse du nombre de mitochondries et de 
la respiration basale mitochondriale pour le foie. Corroborant ces résultats, nous montrons 
que l’expression exogène d’un mutant SN de SHP2 dans des cellules fibroblastiques, « non 
adipeuses », induit également une réduction de la fonction mitochondriale (biogenèse, 
respiration et phénomène de fission), suggérant des effets différentiels des mutants de SHP2 






 La confrontation de ces résultats à la littérature, alimentée par des données 
préliminaires, nous amène à discuter, dans une dernière partie de  cette thèse, des 
perspectives de ce travail, concernant une possible gestion différentielle des substrats 
énergétiques dans les Rasopathies, les causes et conséquences physiopathologiques de la 
beigisation du tissu adipeux et d’autres anomalies métaboliques associées à ces maladies, 
l’impact des dysfonctions mitochondriales, et enfin, les possibles retombées thérapeutiques. 
En conclusion, ces travaux de thèse permettent de mieux comprendre la 
physiopathologie du SN et des autres Rasopathies, en caractérisant les anomalies du 
métabolisme énergétique associées, ce qui pourrait avoir des retombées concernant le suivi 
et la prise en charge des patients. Au-delà des maladies rares, ces travaux pourraient 
certainement ouvrir de nouvelles perspectives dans la compréhension de maladies 
métaboliques plus fréquentes, et peut être à plus long terme, dans le développement de 



























Contexte : histoire et biologie des maladies rares 
 
 A l’échelle mondiale, l’ensemble des maladies non transmissibles (maladies 
cardiovasculaires, cancers, obésité, diabète et autres maladies métaboliques majeures) sont 
devenues un enjeu de santé publique et constituent aujourd’hui la première cause de décès 
« prématurés » par an à travers le monde (71% soit 41 millions ; OMS, 2018). En parallèle, les 
maladies transmises par des virus ou bactéries restent également un défi car elles provoquent 
de nombreux décès et pour certaines d’entre elles, le développement de la résistance aux 
médicaments antimicrobiens conduit à renforcer la menace qu’elles constituent. A l’inverse, 
les maladies rares restent peu étudiées et sont caractérisées par une prévalence de moins 
d’une naissance sur deux mille regroupant en majorité des maladies de cause génétique. C’est 
pourquoi, au cours de l’histoire, les maladies rares sont longtemps restées incomprises et ont 
été source de mystère du fait de leur rareté et de la nature polymalformative de nombre 
d’entre elles. 
Parmi ces maladies, on peut citer quelques exemples historiques. Des études sur l’un 
des plus influents pharaons d’Egypte, Akhénaton (aussi appelé Amenotep IV, époux de 
Nefertiti), montrent qu’il semblait être atteint d’un trouble génétique rare qui fut transmis à 
sa descendance et qui pourrait être le syndrome de Marfan. Les représentations d’Akhénaton 
et de certains de ses enfants mettent en avant un buste court, un crâne, un cou, des bras, des 
mains et des pieds de forme particulièrement allongée, ainsi qu’un faible tonus musculaire 
(Figure 1 A,B) (Hawass et al., 2010). Plus d’actualité, l’acteur Peter Mayhew, décédé le 30 avril 
2019, qui incarnait le personnage Chewbacca du film « Star Wars » était aussi atteint du 
syndrome de Marfan. Cette maladie, bien que peu commune, pourrait pourtant être à 
l’origine de la fin de la XVIIIème dynastie égyptienne de par une mort prématurée de la 
descendance du pharaon Akhénaton. Des siècles plus tard, les maladies rares tourmentent 
toujours et sans explications rationnelles, l’aspect malformatif des personnes atteintes de ces 
maladies était à l’époque considéré comme un avertissement envoyé par la divinité. Ambroise 
Paré, célèbre chirurgien du seizième siècle, affirmait d’ailleurs que des malformations chez 
l’enfant relevaient de « relations infidèles et coupables de la mère avec le diable, dont la 
semence était pervertie ». Au dix-huitième siècle, l’intérêt scientifique pour les maladies rares 






dernier duc de Lorraine) qui mourut à l’âge de vingt-trois ans pour cause de nanisme et qui 
fut autopsié par le médecin du roi à sa demande (Histoire des sciences médicales-Tome XXX-
n°3-19). Alors considérées comme des anomalies de la nature, les personnes atteintes seront 
à la fois craintes et moquées, souvent montrées comme bêtes de foire, tel Elephant man, en 
réalité atteint du syndrome de Protée, ou les enfants à tête de lion, atteints de formes rares 
d’hypertrichose congénitale. Les maladies rares atteignent aussi d’éminents personnages, 
fortement causales de leur style artistique pour certains ; ce fut le cas de Henri de Toulouse-
Lautrec, un peintre français du dix-neuvième siècle, atteint de Pycnodysostose caractérisée 
entre autres par une petite taille, une réduction de la longueur des membres par rapport aux 
standards de l’adulte, un visage déformé, une tête volumineuse et une métachondromatose 
(altérations des cartilages). Cette maladie entraîna Henri de Toulouse-Lautrec à se renfermer 
sur lui-même et sombrer dans l’alcoolisme pour oublier la douleur, ce qui influença très 
certainement le caractère de ses œuvres, notamment à cause d’hallucinations visuelles, de 
crises de délirium et d’appréciation de lui-même. Par exemple, dans sa célèbre toile “Le Bal 
du Moulin Rouge”, il se représenta avec un aspect très déformé (Figure 1 C) (Markatos et al., 
2018). Il s’exprimait sur ce sujet en disant « Toujours et partout, la beauté peut s'exprimer 
dans la disgrâce ». 
Après tant de spéculations sur la cause diabolique de ces altérations, les origines des 
maladies rares commencent à être étudiées. Pour la plupart, elles sont causées par des 
mutations génétiques ou par des anomalies de nombre, de structure ou de répartition 
chromosomique. La difficulté de compréhension de ces maladies réside alors dans la 
variabilité phénotypique induite par un grand nombre d’altérations génétiques. Ce n’est aussi 
qu’au XIXème siècle que les premiers principes de transmission génétique sont relatés par 
Gregor Mendel à travers des relations de dominance-récessivité entre allèles. Ainsi, le 
caractère récessif de certaines de ces maladies rares est à l’origine de leur apparition 
soudaine, tandis que la dominance explique les formes familiales avec une transmission de 
génération en génération. La découverte de l’ADN comme support de l’hérédité a aussi permis 
ensuite l’identification de mutations responsables de ces maladies génétiques.  
Aujourd’hui, malgré leur définition de prévalence rare, il existe au moins 7000 maladies 
rares, concernant au final trente millions de patients en Europe (Orphanet, 2018). Cependant, 






l’organisme, et de ce fait, du manque de médecins spécialistes, la prise en charge des patients 
atteints de maladies rares est complexe. C’est pourquoi au cours des dix dernières années, 
plusieurs plans nationaux maladies rares (PNMR) ont été mis en place pour améliorer le 
diagnostic et structurer la prise en charge des patients, avec notamment la création de centres 
de compétence ou de référence pour de nombreuses familles de maladies génétiques.  
Par ailleurs, faute notamment d’intérêts économiques, la recherche sur les maladies 
rares est longtemps restée confidentielle, freinant le développement de traitements 
spécifiques. La société et la communauté scientifique se sont cependant emparées de la 
question, avec par exemple l’essor du Téléthon et plus récemment plusieurs programmes 
européens (E-rare), ceux-ci permettant l’attribution d’un soutien financier aux équipes 
européennes de recherche dans le but d’effectuer une recherche translationnelle et 
coopérative entre les états membres. De la recherche sur ces maladies rares, considérant que 
dans la plupart des cas, elles partagent de nombreux symptômes avec des maladies plus 
communes, il ressort qu’elles peuvent avoir des retombées plus vastes quant à la découverte 
de nouveaux mécanismes éventuellement redondants dans un contexte de maladies plus 
communes. Ainsi, l’industrie pharmaceutique se découvre un intérêt pour ces pathologies, qui 
constituent des « expériences de la nature » pour évaluer l’impact systémique et à long terme 
de la dérégulation du produit d’un gène.  
Le vaste champ de recherche et de questionnements généré par la rareté de ces 
maladies constitue finalement un caractère précieux certain. 
 
 
Figure 1 : Illustrations historiques de maladies génétiques rares 
(A) Sculpture du faciès allongé du pharaon Akhénaton 
(B) Radiographie des pieds déformés de la descendance d’Akhénaton (Toutankhamon) 
(Hawass et al., 2010)  






CHAPITRE I. Le syndrome de Noonan et les Rasopathies 
La famille des Rasopathies, comprenant le syndrome de Noonan (SN) et des syndromes 
apparentés, constitue une des plus grandes familles de maladie génétiques 
polymalformatives. Associant de multiples atteintes congénitales, mais aussi des anomalies 
métaboliques d’identification plus récente, ces maladies partagent comme cause génétique 
des mutations affectant la voie de signalisation Ras-Mitogen-Activated Protein Kinase (Ras-
MAPK). Dans cette première partie introductive, nous détaillerons les traits cliniques du 
syndrome de Noonan (SN) ainsi que ses origines génétiques et sa physiopathologie, avec un 
focus particulier sur l’importance de la dérégulation de la voie Ras-MAPK. Ensuite, nous 
élargirons notre propos à l’ensemble des Rasopathies, en nous intéressant plus 
particulièrement aux anomalies métaboliques identifiées dans ces différents syndromes.  
 
1 Le Syndrome de Noonan (SN) 
1.1 Introduction  
Le syndrome de Noonan (SN, OMIM 163950), décrit pour la première fois en 1968 par 
la cardio-pédiatre Jacqueline Noonan, est une pathologie génétique polymalformative 
relativement fréquente dont la prévalence est estimée entre 1/1000 et 1/2500 naissances. De 
transmission autosomique dominante, on distingue des formes familiales et de novo. Le SN se 
caractérise par une triade phénotypique regroupant des cardiopathies congénitales (80%) 
avec sténose pulmonaire et cardiomyopathie hypertrophique, un retard de croissance et des 
anomalies squelettiques, et une dysmorphie cranio-faciale, à laquelle viennent s’ajouter de 
nombreux autres symptômes comme une prédisposition tumorale, des anomalies cutanées 
ou encore, un retard à l’apprentissage. Cette triade phénotypique est retrouvée, avec une 
pénétrance et une sévérité variables, dans d’autres syndromes apparentés (SN avec lentigines 
multiples, syndrome de Costello, syndrome Cardio-Facio-Cutané, neurofibromatose de type 
I). L’ensemble de ces maladies forme la famille des Rasopathies ainsi nommée suite à 
l’identification de mutations sur des gènes causant ces pathologies et codant des acteurs ou 






(Tartaglia et al., 2011). Ce n’est qu’au début des années 2000 que la principale cause du SN a 
été identifiée, des études génétiques ayant en effet révélé que la majorité des patients 
atteints du SN portait des mutations ponctuelles faux sens du gène PTPN11 codant la protéine 
SHP2 ((Tartaglia et al., 2001) ; (Tartaglia et al., 2006)). Outre PTPN11, une douzaine de gènes 
ont cependant été recensés comme étant causaux de cette maladie : SOS1, SOS2, KRAS, NRAS, 
RAF1, BRAF, MEK1, SHOC2, CBL, RIT1, LZTR1 ; le point commun de ces mutations étant d’agir 
sur certains acteurs et régulateurs de la voie de signalisation intracellulaire RAS-MAPK.  
 
1.2 Traits cliniques du SN 
(Figure 2) 
- Cardiopathies 
Dans 80 à 90% des cas, les patients SN sont atteints d’une altération cardiaque. Le défaut 
le plus commun retrouvé chez ces patients est une sténose des valves pulmonaires (60-70%) 
suivi d’une cardiomyopathie hypertrophique (20-30%). Des altérations comme un défaut 
atrio-septal (10-30%), un défaut du canal atrioventriculaire (5-15%) ou encore des anomalies 
de la valve mitrale (5-10%) ont aussi été rapportées. Des défauts vasculaires sont plus 
rarement décrits (Pierpont & Digilio, 2018). 
- Retard de croissance 
La deuxième altération associée au SN est un retard staturo-pondéral, retrouvé dans 80% 
des cas. Bien que la taille et le poids des nourrissons restent dans la norme à la naissance, la 
croissance devient rapidement réduite et le paramètre de la taille passe en dessous du 3ème 
centile dès les premières années de vie (Cessans et al., 2016). 
Ce retard de croissance s’accompagne souvent d’une atténuation pubertaire ainsi qu’un 
retard de développement osseux. A noter que certains patients rattrapent pourtant ce retard 
de croissance à la fin de l’adolescence (Tartaglia et al., 2011). 
- Dysmorphies cranio-faciales 
Les patients atteints du SN présentent également une dysmorphie du crâne, du cou et du 
visage. Les caractéristiques du SN incluent un grand front, une particularité au niveau des yeux 
avec une augmentation de la distance entre les deux yeux (hypertélorisme), une ouverture 






supérieures (ptosis). La position des oreilles est basse et/ou en rotation postérieure et les 





Figure 2 : Traits cliniques du SN 
(A) Photographies de patients atteints du SN avec une mutation du gène Ptpn11 présentant une 
dysmorphie faciale (Tartaglia et al., 2011) 
(B) Taille réduite des patients atteints du SN quel que soit leur âge, leur sexe ou leur génotype 
(Cessans et al., 2016)  




Outre cette triade phénotypique, certaines mutations associées au SN (PTPN11 ou KRAS) 
induisent aussi des problèmes d’hématopoïèse. En effet, bien que peu de patients soient 
affectés, il existe une augmentation notable de l’apparition de leucémie juvénile 
myélomonocytique chez les enfants touchés par le SN, définie par une prolifération 
déraisonnée de la lignée cellulaire myéloïde ((Tartaglia et al., 2011) ; (Cavé et al., 2016)). De 








- Autres symptômes 
Les patients atteints du SN peuvent présenter de multiples autres signes comme une 
difficulté à manger qui se résorbe dès l’âge de 18 mois mais qui, dans les cas les plus sévères, 
implique l’installation d’une sonde gastrique.  
On note aussi qu’un retard à l’apprentissage peut affecter certains patients ; 30 à 50% 
d’entre eux montrent en effet un déficit cognitif. Par exemple, une étude montre que ces 
patients peuvent avoir un retard lors d’un exercice de rappel d’une liste d’éléments ainsi 
qu’une défaillance de reconnaissance visuelle ou spatiale lors de ces tests de mémoire à long 
terme (Alfieri et al., 2011). De façon générale, les désordres cognitifs sont variables d’un 
patient à l’autre.  
Par ailleurs, des anomalies squelettiques peuvent apparaître telles qu’un cubitus valgus, 
des défauts des vertèbres ou encore, une scoliose.  
Aussi, certains patients présentent une absence de testicule(s) dans les bourses 
(cryptorchidie). De façon générale chez les patients masculins SN (avec ou sans cryptorchidie), 
on retrouve une réduction significative du taux de certaines hormones sexuelles, traduisant 
une dysfonction des cellules de Sertoli qui pourrait être à l’origine de leur infertilité (Moniez 
et al., 2018).  
Enfin, il a été montré que le SN serait associé à une baisse de l’activation plaquettaire, en 
lien avec un défaut de coagulation sanguine, expliquant d’une part un risque hémorragique 
accru ainsi que l’apparition fréquente d’hématomes au niveau des membres inférieurs 
((Nugent et al., 2018) ; (Bellio et al., 2019, en cours de publication)). 
 
1.3 Diagnostic et vie quotidienne des patients atteints du SN 
Depuis la découverte du SN dans la fin des années soixante et encore aujourd’hui, le 
diagnostic du SN repose essentiellement sur les caractéristiques précédemment décrites et 
un système de score a été établi pour permettre de déceler plus facilement la maladie. 
Néanmoins, il n’est pas forcément évident de diagnostiquer le SN car les symptômes sont 
variables entre les patients et évoluent différemment en fonction de l’âge. Par exemple, le 
retard de croissance n’apparait qu’après quelques années de vie alors que les dysmorphies 
cranio-faciales s’atténuent en fin d’adolescence (Tartaglia et al., 2011). Aussi, si la suspicion 






que sur une éventuelle cardiomyopathie hypertrophique, une malformation cranio-faciale, ou 
un hygroma kystique (Croonen et al., 2013). Avec la découverte des mutations génétiques 
responsables du SN, le diagnostic clinique peut maintenant, et doit, être confirmé par des 
tests génétiques. Aussi, des analyses technologiques de pointe permettent l’identification de 
syndromes par reconnaissance faciale. C’est le cas de la technologie “DeepGestalt”, qui utilise 
des algorithmes basés sur la quantification de similarités d’une centaine de syndromes et qui 
est capable d’identifier le SN sur plusieurs centaines d’images (Gurovich et al., 2019). 
D’autre part, une partie des adultes SN ne possèdent pas de suivi médical du fait d’un non 
diagnostic dû au peu de recul sur la maladie ou bien d’un mode de vie convenable. Néanmoins, 
une enquête montre que le pourcentage de personnes qui vivent avec un partenaire ou bien 
qui ont une expérience de vie commune est nettement inférieur à la population générale. De 
la même façon, la proportion d’adultes SN ayant obtenu un diplôme d’études supérieures est 
moindre mais le nombre de personnes ayant un emploi reste équivalent au reste de la 
population (Binder et al., 2012). Enfin, plusieurs personnes SN rapportent des altérations 
motrices, une diminution de la force musculaire et des douleurs dans leur vie quotidienne. A 
travers une étude basée sur des consultations cliniques et des questionnaires, les douleurs les 
plus fréquemment ressenties par les patients SN se localisent au niveau musculaire et 
articulaire affectant plus particulièrement leurs jambes (Leoni et al., 2019). Les quelques 
citations de patients SN (ou de leurs parents) qui suivent permettent alors d’illustrer de façon 
très concrète leurs ressentis (Croonen et al., 2016)  : 
 
« Quand j’étais enfant, je pleurais la nuit à cause de douleurs dans mes jambes. Le docteur 
appelait cela des douleurs de croissance. C’est tellement grave que le rhumatologue me 
reconnaît maintenant » 
« Marcher était très ardu pour lui ; après une courte distance il était toujours fatigué » 
« J’ai des difficultés à me rappeler des choses » 
 
1.4 Stratégies thérapeutiques 
En ce qui concerne les approches thérapeutiques actuellement utilisées, les patients 
atteints de défauts cardiaques congénitaux subissent souvent une chirurgie afin de corriger 






Certains patients sont aussi traités par des b-bloquants, ce qui semble améliorer la fonction 
diastolique ainsi que le remodelage ventriculaire. En revanche, pour le retard de croissance, 
un traitement à l’hormone de croissance est en général utilisé mais son efficacité reste 
débattue, ce qui pourrait être relié dans certains cas à son insensibilité. Au-delà de ces 
stratégies thérapeutiques déjà mises en place, de nouvelles approches semblent être 
prometteuses. C’est notamment le cas de molécules pharmacologiques visant à normaliser le 
niveau d’activation de voies de signalisation mises en jeu. Aussi, des stratégies 
pharmacologiques visant à rétablir directement la fonction normale de la protéine mutée sont 
en cours de développement. Cependant, des effets secondaires et des mécanismes de 
résistance pourraient exister en réponse à ces molécules (Annexe : Tajan et al., 2018). 
 
1.5 Génétique du SN et conséquences physiopathologiques des mutations 
La moitié des patients atteints de SN présentent des mutations du gène PTPN11 codant 
SHP2. Pour la moitié des autres personnes atteintes par le SN, on dénombre également une 
douzaine de gènes responsables de la maladie (SOS1, RAF1, SOS2, KRAS, NRAS, BRAF, MEK1, 
SHOC2, CBL, RIT1, LZTR1), dont la fréquence d’apparition reste moindre. L’ensemble de ces 
gènes codent pour des acteurs ou des régulateurs de la voie de signalisation RAS-MAPK-
ERK1/2. Après avoir rapidement présenté cette voie de signalisation et ses fonctions, nous 
nous intéresserons plus particulièrement à SHP2. Ensuite, nous détaillerons l’impact 
biochimique et physiopathologique des mutations associées au SN. 
 
- La voie RAS/MAPK 
 La voie de signalisation intracellulaire RAS-MAPK intervient généralement en réponse 
à un signal provenant d’un récepteur membranaire associé à une activité tyrosine kinase, 
comme les RTK (Récepteur à activité Tyrosines Kinases) et permet ainsi de relayer un signal 
du milieu extérieur à la cellule (de type hormone, facteur de croissance, cytokine) en un 
message lisible et utilisable par la cellule. Une fois le RTK actif, la protéine adaptatrice GRB2 
est recrutée au récepteur puis mobilise une GEF (« Guanine Exchange factor » ; ici, de la 
famille des SOS) pour permettre l’échange nucléotidique du RAS-GDP en RAS-GTP, forme 
active de la protéine RAS. A noter qu’il existe quatre isoformes différents de cette protéine 






différents effecteurs, dont la kinase RAF, initiant alors une cascade de phosphorylations 
protéiques (RAF -> MEK -> ERK). Les protéines ERK1/2 activées prennent ensuite le relais pour 
stimuler des effecteurs, la plupart desquels étant des facteurs de transcription nucléaires. Afin 
de revenir à sa forme inactive, la RAS liée au GTP est soumise à l’action de « GTPases-activating 
proteins » (GAP) (Figure 3). 
 La voie RAS-MAPK est une voie ubiquiste et impliquée dans de nombreux processus 
cruciaux de l’organisme tels que la prolifération et la croissance cellulaire, le développement 
et l’homéostasie de l’organisme. L’observation développementale de plusieurs modèles 
invertébrés et murins ayant des modifications génétiques de la voie RAS-MAPK a ainsi permis 
de mettre en avant l’implication directe de cette voie dans le développement de l’organisme. 
Ces aspects sont plus amplement détaillés dans une revue présentée en annexe (Tajan et al., 
2018). 
 A côté de l’importance cruciale de la voie RAS-MAPK dans le développement, elle a 
également été impliquée dans de nombreuses fonctions endocrines et métaboliques. Elle 
peut effectivement avoir un rôle de médiateur en réponse à des hormones telles que 
l’insuline, la leptine ou l’hormone de croissance mais elle peut aussi participer au métabolisme 
glucidique et lipidique hépatique par exemple (Lawan & Bennett, 2017) . On peut alors citer 
une étude qui démontre que le KO spécifique d’ERK2 dans le foie de souris induit une 
résistance à la prise de poids, une stéatose hépatique, une élévation de la glycémie et une 
diminution de la réponse à l’insuline (Kujiraoka et al., 2013). De plus, un KO total d’ERK1 chez 
la souris induit une réduction de l’adiposité avec une diminution du nombre d’adipocytes, une 
résistance à l’obésité induite par un régime gras et une protection contre l’insulino-résistance. 
La culture in vitro de ces adipocytes révèle une réduction des marqueurs de différenciation 
adipeuse tels que aP2, PPARγ, l’adiponectine ou encore la leptine (Bost et al., 2005). 
Cependant, une autre étude complémentaire montre que la perte totale d’ERK1 chez la souris 
induit au contraire une prise de poids et une résistance à l’insuline sous régime gras. Dans ce 
dernier modèle, ce phénotype métabolique délétère est associé à une phosphorylation 
d’ERK2 dans le foie, ce qui n’était pas le cas dans l’étude de 2005 (Khan et al., 2017). Il n’existe 
à ce jour aucune explication évidente à ces phénotypes opposés mais il semblerait qu’ils soient 
attribués à la composition du régime. Par ailleurs, la perte d’ERK1 dans des souris obèses et 






une augmentation de la captation de glucose musculaire, une protection contre la stéatose 
hépatique et une diminution des transcrits de marqueurs pro-inflammatoires dans le tissu 












- La protéine tyrosine phosphatase SHP2  
 Le gène PTPN11, situé sur le chromosome 12, code une protéine tyrosine phosphatase 
(PTP) ubiquiste appelée SHP2 (Src Homology 2 domain-containing tyrosine phosphatase 2) qui 
est essentielle au cours du développement et qui est conservée sous forme d’orthologues 
entre les espèces, des vers aux mammifères. SHP2 est composée de deux domaines 
régulateurs SH2 en N-ter, capables de lier des tyrosines phosphorylées situées sur des 
activateurs, et d’un domaine catalytique PTP en C-ter, permettant la déphosphorylation de 
substrats sur leurs résidus tyrosine (Figure 4). Contrairement aux autres phosphatases ayant 
généralement des fonctions inhibitrices des voies de signalisation intracellulaires, la fonction 
la mieux décrite de SHP2 est de promouvoir l’activation de la voie RAS-MAPK. Plus 
globalement, la protéine SHP2 est impliquée dans la régulation de voies de signalisation 
intracellulaires ubiquistes et essentielles au bon développement et à l’homéostasie de 
l’organisme (survie, prolifération, croissance, migration, morphogenèse, métabolisme) (Tajan 
et al., 2015). 
Grâce à de nombreux modèles animaux de délétion globale de SHP2, il a été montré que 
la présence de la protéine SHP2 était absolument essentielle au bon développement de 
l’organisme. Pour pallier la létalité précoce de ces modèles et ainsi mieux comprendre 
l’implication de SHP2 dans le développement de chaque tissu, des modèles de knockouts 
tissus spécifiques ont été mis au point, notamment chez la souris, révélant des rôles majeurs 
pour SHP2 dans le développement de nombreux tissus/organes (e.g. cerveau, os, foie, muscle, 
intestin, rein). Ses effets pléïotropiques sont liés à son rôle dans la régulation fine de flux de 
signalisation en réponse à de nombreux facteurs de croissance, cytokines et hormones. En 
plus de la voie RAS-MAPK, SHP2 régule aussi les voies PI3K-Akt, Jak-STAT, mais selon le 
contexte génétique et environnemental, son implication dans leur modulation n’est pas 
encore très claire. Il est intéressant de noter que les altérations développementales observées 
sont dépendantes de RAS pour la plupart des modèles cités ci-dessus (Tajan et al., 2015). 
Au-delà de ses rôles développementaux, la protéine SHP2 agit de façon complexe à 
divers niveaux de la sphère métabolique, comme l’attestent les anomalies métaboliques 
sévères (obésité, défaut d’adipogenèse, résistance à la leptine, à l’insuline…) relatées dans de 
nombreux modèles murins d’inactivation tissu-spécifique de SHP2 ((Zhang et al., 2004) ; 






de SHP2 dans le foie de souris entraîne une amélioration de l’insulino-sensibilité et de la 
tolérance au glucose, et une résistance à l’obésité en régime obésogène ((Matsuo et al., 
2010) ; (Nagata et al., 2012)). Par contre, son invalidation dans le muscle provoque une 
insulino-résistance, révélant la contribution de mécanismes différents selon le tissu (Princen 
et al., 2009). Son invalidation dans le cerveau résulte en une obésité consécutive à une 
hyperphagie, en lien avec une dérégulation de la réponse à la leptine ((Zhang et al., 2004) ; 
(Banno et al., 2010)). Son rôle au niveau du tissu adipeux reste controversé puisque 
l’invalidation de son gène dans un modèle AdipoQ-Cre n’induit pas de phénotype (Bettaieb et 
al., 2011), tandis que sa délétion dans un modèle aP2-Cre résulte en une lipodystrophie sévère 
avec une adipogenèse altérée ainsi qu’une mort précoce. Ce phénotype serait dû à une 
inhibition de l’activation de la protéine p38 conduisant à la stabilisation de sa cible p300 et 
par conséquent, une augmentation de l’expression de PPARγ pour jouer son rôle pro-
adipogénique (He et al., 2013). A l’appui de ces observations, dans une lignée cellulaire 
adipocytaire (3T3-L1), une étude montre qu’une surexpression de SHP2, résulte en une 
différenciation adipogénique augmentée. L’utilisation d’un ARN interférant pour abolir 
l’expression de SHP2 conduit à une inhibition de la différenciation, notamment avec la 
suppression totale de l’expression d’un régulateur majeur de l’adipogenèse, PPARγ (Uehara 
et al., 2007).  
- Mutations de SHP2 
Les mutations de PTPN11, ayant été les premières identifiées comme cause du SN et 
étant les plus fréquentes, ont également fait l’objet du plus grand nombre d’études. Ainsi, 
d’un point de vue biochimique, il a été mis en évidence que les mutations de PTPN11 associées 
au SN étaient de type gain de fonction et induisaient une augmentation d’activité de SHP2 
(Figure 4). De multiples études ont démontré que ces formes mutées induisaient une 
hyperactivation de la voie RAS-MAPK dans de nombreux modèles ((Tartaglia et al., 2001) ; 
(Tartaglia et al., 2006) ; (Araki et al., 2004)). Afin de comprendre la mécanistique associée à la 
physiopathologie du SN, plusieurs modèles cellulaires et animaux ont été nécessaires. 
L’expression de protéines mutées dans des modèles cellulaires mais aussi l’utilisation de 
cellules souches pluripotentes induites de patients (iPSC) ont permis de comprendre comment 






 Au sein du gène PTPN11, la mutation D61G a été la plus étudiée du fait de sa haute 
fréquence chez les patients SN. Ainsi en 2004, l’équipe de BG. Neel a été la première à décrire 
qu’une souris portant à l’état hétérozygote cette mutation (souris Knock-in Ptpn11D61G/+) 
présentait les traits canoniques du SN : retard de croissance, anomalies cranio-faciales, 
cardiopathie (Araki et al., 2004). Différentes études, sur ce modèle et d’autres, ont ensuite 
exploré en détail la physiopathologie de chaque atteinte. Ainsi, Araki et al. montrent que des 
embryons de souris portant la mutation D61G présentent des défauts des valves cardiaques, 
via notamment une hyperactivation de la voie de signalisation RAS-MAPK (ERK1/2), 
mécanisme retrouvé dans un autre modèle exprimant la mutation K79R spécifiquement dans 
le cœur  ((Araki et al., 2004) ; (Araki et al., 2009) ; (Nakamura et al., 2007)).  
Comme chez les humains atteints par le SN, le modèle de souris Ptpn11D61G/+ présente une 
réduction de la taille et du poids corporel, avec une préservation des proportions 
morphologiques globales. En 2012, De Rocca Serra-Nédélec et al., montrent dans ce même 
modèle murin que le retard de croissance associé au SN est dû à une résistance à l’hormone 
de croissance (GH ; growth hormone). En effet, l’hyperactivation de ERK induite par la 
mutation de SHP2 induit une inhibition du relargage de l’IGF1 (insulin-like growth factor 1) via 
la GH (Serra-Nédélec et al., 2012). Plus récemment, d’autres travaux de l’équipe ont révélé 
des altérations du processus de différenciation chondrocytaire au niveau de la plaque de 
croissance, là encore en lien avec l’hyperactivation de RAS-MAPK, comme contribuant au 
retard de croissance (Tajan et al., 2018). 
Aussi, le crâne de ces souris est significativement plus court que celui des WT, l’intervalle entre 
les yeux est plus élevé et elles présentent une apparence faciale en forme « triangulaire » 
caractérisée par un museau large et aplati (Araki et al., 2004). Ces anomalies peuvent être 
corrigées par l’inhibition de la voie RAS-MAPK au cours de la gestation (Nakamura et al., 2009). 
 En 2004, Araki et ses collaborateurs ont également montré que ce modèle murin 
Ptpn11D61G/+ présentait des désordres myéloprolifératifs modérés dès cinq mois de vie avec 
une augmentation significative du nombre de neutrophiles et de lymphocytes totaux. 
L’expression ciblée de certains mutants spécifiquement dans la lignée myéloïde suffit à induire 
des défauts plus ou moins marqués de la lignée hématopoïétique, pouvant aller jusqu’à la 
myéloprolifération (Pandey et al., 2017). Cependant, plus récemment, des travaux montrent 






moelle osseuse de souris suffisent à promouvoir le développement et la progression d’un 
syndrome myéloprolifératif. En effet, les mutations des cellules mésenchymales souches et 
des progéniteurs causent une production excessive de la chimiokine CCL3, impliquée dans le 
recrutement de monocytes. Via la liberation d’IL-1β et possiblement de cytokines pro-
inflammatoires par les monocytes, les cellules souches deviennent hyperactives, conduisant 
à une hyperprolifération ((Dong et al., 2016) ; (Dong et al., 2017)). Cependant, la mécanistique 
associée au syndrome myéloprolifératif et aux leucémies juvéniles aigues myéloïdes 
retrouvées chez quelques patients est encore débattue quant à une possible activation de la 
voie Ras-MAPK ou bien de la voie STAT. 
En 2014, une équipe montre que le modèle murin SN associé à la mutation D61G présente 
des déficiences de l’apprentissage spatial dépendantes de l’hippocampe et un déficit de la 
potentialisation à long terme de l’hippocampe, associés à une dérégulation de l’excitation 
synaptique (Lee et al., 2014). Ces données confirment des observations antérieures faites sur 
un modèle de drosophile exprimant des mutants hyperactifs de SHP2, qui présente des 
défauts de mémoire à long terme (Pagani et al., 2009). Des anomalies d’expression de 
récepteur synaptiques ont été proposées comme causes à ce phénotype (Oh et al., 2017). 
 
 
Figure 4 : Activation de SHP2 (adapté de Tajan et al., 2015) 
(A) Physiologique : SHP2 est composé d’un domaine catalytique PTP et de deux domaines 
régulateurs SH2. Lorsque les domaines SH2 interagissent avec des activateurs phosphorylés 
sur tyrosine, la protéine adopte une conformation ouverte, ce qui permet une 
déphosphorylation de substrats phosphorylés sur des motifs tyrosines. 
(B) Pathologique (SN) : Une cinquantaine de mutations SN « gain de fonction », présentes sur les 
domaines SHP2 ou PTP, exacerbent l’activité phosphatase de SHP2, notamment en induisant 







- Autres mutations 
Le deuxième gène le plus fréquemment muté dans le SN est SOS1 (10% des cas), codant 
une RAS-GEF. Les mutations de SOS1 sont des gains-de-fonction entraînant une 
hyperactivation de la voie RAS-MAPK, associées à une haute prévalence d’anomalies 
ectodermiques (Tartaglia et al., 2007). En comparaison aux individus porteurs de mutations 
du gène PTPN11, les patients ayant des mutations de SOS1 montrent une plus forte fréquence 
de sténose pulmonaire mais sont moins atteints par un défaut cardiaque atrio-septal (Roberts 
et al., 2007). 
Un peu moins fréquemment, des mutations du gène RAF1 sont retrouvées chez 3 à 5% 
des patients SN, qui code une sérine-thréonine kinase qui phosphoryle un maillon de la voie 
Ras-MAPK. Une étude montre notamment dans un modèle murin portant une mutation de 
RAF1 associée au SN que les animaux développent une hypertrophie cardiaque et des défauts 
de croissance sévères (Wu et al., 2012). 
 Les autres mutations représentent le pourcentage restant et induisent des symptômes 
caractéristiques du SN avec une sévérité variable. Toutefois, la moindre fréquence de ces 
mutations rend les corrélations phénotypes/génotypes plus difficiles, et des études 




 Comme évoqué en introduction, le SN fait partie d’une famille plus large de 
syndromes, regroupés sous le terme de Rasopathies. Avec une incidence cumulée d’environ 
une naissance sur mille, ces maladies partagent avec une pénétrance et une sévérité variable 
les mêmes traits cliniques que le SN, et sont tous causés par des mutations d’acteurs ou de 
régulateurs de la voie Ras-MAPK. Les similitudes et différences entre ces différents 
syndromes, de même que leur physiopathologie, ont fait l’objet d’une revue, récemment 
publiée dans Endocrine Reviews intitulée « The RASopathy Family : Consequences of Germline 
Activation of the RAS/MAPK Pathway », présentée en annexe 1, et ne seront donc pas 






différentes Rasopathies, nous détaillerons les anomalies métaboliques récemment décrites 
dans ces syndromes, qui ont constitué les fondations de ce travail de thèse.  
 
2.2 Spectre clinique et génétique 
 Dans le cas du syndrome de Noonan avec lentigines multiples (SN-LM), 1 personne sur 
100.000 est affectée. Le SN-LM est allélique avec le SN, dans la mesure où 85 % des patients 
présentent une mutation sur le gène PTPN11. Toutefois l’impact biochimique de ces 
mutations est différent, résultant en une baisse de l’activité catalytique de SHP2, avec des 
conséquences fonctionnelles encore mal comprises. Il présente des caractéristiques distinctes 
du SN telles que des lésions pigmentaires multiples (appelées lentigines) ou encore, une 
surdité pour 20% des patients. La vaste majorité des patients SN-LM présente plutôt une 
cardiomyopathie hypertrophique. Néanmoins, le défaut de croissance est moins prononcé 
que chez les patients atteints du SN. Pour le syndrome Cardio-Facio-Cutané (CFC), 
majoritairement causé par des mutations de BRAF ou MEK, on retrouve les caractéristiques 
du SN mais les anomalies ectodermiques sont plus élevées. Le syndrome de Costello (SC) est 
causé par des mutations germinales activatrices de HRAS codant un membre de la sous-famille 
des petites GTPases monomériques RAS. Comme la plupart des Rasopathies, des altérations 
développementales sont retrouvées chez ces patients, mais elles sont souvent plus sévères. 
De plus, une des caractéristiques du SC est un risque tumoral très élevé et un défaut cranio-
facial plus prononcé que dans les autres Rasopathies. Par ailleurs, bien que la 
Neurofibromatose de type 1 (NF1, causée par des mutations du gène codant la 
Neurofibromine) soit la deuxième Rasopathie la plus fréquente après le SN avec une incidence 
d’une naissance sur trois mille, elle ne ressemble que partiellement au SN. En effet, on 
retrouve des manifestations cardiaques rares, des tâches pigmentaires, des malformations 
osseuses et des tumeurs bégnines telles que des neurofibromes par exemple.  
Ces disparités s’expliquent par les différents types de mutations induisant un défaut 
biochimique de la protéine associée plus ou moins prononcé. Elles semblent aussi s’expliquer 
d’une part par le fait que les différents types de mutations n’impactent pas de la même façon 
la voie RAS-MAPK, certaines mutations étant plus hyperactivatrices que d’autres ou ayant des 
effets limités à certains tissus ou très ubiquistes. D’autre part, bien que la voie RAS-MAPK ait 






modèles animaux et stratégies génétiques, des mécanismes indépendants de la voie RAS-
MAPK sont également à l’origine de certains traits de ces maladies. Par exemple, une 
hyperactivation de la voie de signalisation PI3K-AKT a été rapporté dans le SN-LM et a été 
associée à l’hypertrophie des cardiomyocytes ((Edouard et al., 2010) ; (Marin et al., 2011)). 
Dans le cas du SC, une dérégulation de la PI3K a directement été liée au phénotype 
d’hypertension (Schuhmacher et al., 2008). Dans le SN, l’hyperactivation de PI3K-AKT a aussi 
été retrouvée dans les cellules hématopoïétiques et a été associée aux leucémies juvéniles 
aigues myélomonocytiques (Mohi et al., 2005). Toutefois, une hypophosphorylation de STAT3 
a également été décrite dans ces leucémies apparaissant dans le SN (Zhang et al., 2009). 
 
2.3 Atteintes métaboliques : un nouveau trait clinique ? 
Dans la suite de ce chapitre, nous détaillerons les aspects métaboliques, récemment 
décrits, associés aux Rasopathies. En effet, outre les anomalies développementales sévères 
qu’un défaut de la voie Ras-MAPK engendre et à l’égal du SN, de récentes études montrent 
également que les Rasopathies sont associées à des défauts du métabolisme glucidique, 
lipidique et de l’adiposité mais aussi, du métabolisme énergétique. 
 
- Anomalies de l’adiposité et du métabolisme lipidique 
Plusieurs études rapportent que les patients atteints du SN et d’autres Rasopathies 
présentent un indice de masse corporelle (IMC) plus bas que la population générale, et une 
moindre propension au surpoids et à l’obésité ((Binder et al., 2012) ; (Malaquias et al., 2012) ; 
(Cessans et al., 2016)).  
De façon intéressante, les travaux de Tajan et al., utilisant un modèle murin mimant le 
SN-LM, révèle que les souris présentent un phénotype métabolique particulier avec une 
réduction du poids corporel et de l’adiposité associée à une altération de la différenciation 
adipocytaire, ainsi qu’une résistance à l’obésité induite par un régime gras (Tajan et al., 2014).  
Une étude regroupant des patients atteints du SC révèle qu’ils présentent une 
élévation de leur cholestérol sanguin (Leoni et al., 2016). Très récemment, une autre étude 
montre que les souris HRASG12S/+ sont résistantes à l’obésité sous régime riche en graisses et 
qu’elles développent une stéatose hépatique. Lorsque ces souris sont soumises au jeûne, une 






laisse penser que l’oxydation mitochondriale des lipides est altérée dans ce modèle (Oba et al., 
2018). 
- Anomalies du métabolisme glucidique  
Une étude italienne réalisée chez onze patients atteints du SC (homme, femmes et 
âges confondus) a récemment montré qu’ils présentaient une hypoglycémie (Leoni et al., 
2016). De plus un modèle murin récapitulant les caractéristiques du SC (HRASG12S/+), lorsque 
soumis à un régime riche en graisse, présente une meilleure tolérance au glucose que des 
animaux contrôles, probablement secondaire à une moindre prise de masse grasse.  Par 
ailleurs, un modèle de souris mimant le SN-LM, portant la mutation T468M de SHP2 de façon  
ubiquiste, présente également une amélioration de la tolérance au glucose et de l’insulino-
sensibilité, là encore en lien, au moins en partie, avec l’adiposité réduite des animaux (Tajan 
et al., 2014). Concernant le SN, une étude menée au laboratoire révèle également une légère 
hypoglycémie à jeun chez des patients SN, mais de façon surprenante, ces patients présentent 
également les signes d’une intolérance au glucose lors d’un test d’hyperglycémie provoquée 
orale. Ce phénotype, dont les mécanismes physiopathologiques sont en cours d’investigation, 
est également retrouvé dans le modèle murin Ptpn11D61G/+ (cf. annexe 2). 
- Anomalies du métabolisme énergétique 
Différentes études ont rapporté des dérégulations du métabolisme énergétiques dans 
plusieurs Rasopathies, soulignant l’implication de la voie RAS-MAPK dans la bioénergétique. 
Cet aspect sera détaillé dans la deuxième partie de cette thèse après que nous ayons détaillé 
les grandes notions du métabolisme énergétique (cf. Chapitre II.4). 
 
Conclusion (chapitre I) : 
 
En conclusion de cette première partie d’introduction, au-delà des altérations 
développementales du SN et de la famille des Rasopathies, les données le plus récentes 
révèlent que ce sont également des pathologies métaboliques. Comme nous le verrons dans 
le chapitre suivant, pour certaines altérations responsables de ces maladies, la bibliographie 
soulève leur implication dans la régulation de la fonction mitochondriale, centrale 






CHAPITRE II. Métabolisme énergétique et mitochondries, 
moteurs énergétiques du vivant 
 
L’homéostasie énergétique est essentielle à la survie des espèces et notamment, à la 
modulation du poids corporel. Elle représente une balance permanente entre apports et 
dépenses et elle est très finement régulée par des stimuli hormonaux par exemple. Il existe 
toutefois une variabilité interindividuelle qui est dépendante de multiples facteurs. Par 
ailleurs, l’oxydation des substrats nécessaires à la gestion métabolique des tissus est permise 
par diverses voies intracellulaires, constituant notamment l’apport énergétique des 
mitochondries. 
1 Métabolisme énergétique intégré 
1.1 Métabolisme global et flexibilité métabolique 
Le métabolisme énergétique global est caractérisé par la balance des apports et des 
dépenses énergétiques, nécessaire au maintien des fonctions vitales de l’organisme. 
L’équation énergétique est donc positive lorsque les apports sont supérieurs aux dépenses et 
elle est à l’inverse négative quand la dépense devient plus élevée que les apports (Galgani & 
Ravussin, 2008). En condition physiologique, l’équilibre de cette balance est dépendant de 
nombreux facteurs (âge, sexe, activité, etc…) mais aussi de modifications de l’environnement 
de l’organisme (jeûne, nourriture, température, stress…). L’adaptation permanente de 
l’organisme aux variations de ces paramètres définit la flexibilité métabolique, nécessaire au 
maintien de l’homéostasie.  La sédentarité, le genre ou l’ethnie de l’individu, ou encore la 
fonte musculaire due au vieillissement peuvent prédisposer à une inflexibilité métabolique 
dans laquelle l’adaptabilité à oxyder des substrats pour mobiliser de l’énergie devient 
moindre. Au contraire, l’activité physique augmente la flexibilité métabolique ((Weyer et al., 
1999); (Bergouignan et al., 2012) ; (Rynders et al., 2018)). De plus, des désordres métaboliques 
tels que l’obésité, l’insulino-résistance et le diabète de type 2 ont été associés à une 
inflexibilité métabolique se traduisant par un transport de glucose et une oxydation de 
substrats altérés dans les différents organes (Kelley & Mandarino, 2000). Il est intéressant de 
noter que certaines mutations génétiques prédisposent à une balance énergétique positive, 






exemple le cas pour des souris déficientes pour le gène codant la leptine (souris ob/ob), 
hormone satiétogène et activatrice de la dépense énergétique (cf. Chapitre III). 
 
1.2 Dépense énergétique 
La dépense énergétique d’un organisme est constituée de différentes composantes que 
sont le métabolisme de base, l’activité physique et, pour les homéothermes, la 
thermorégulation. L’énergie métabolisée représente finalement la différence entre l’énergie 
absolue contenue dans les substrats utilisés (carbohydrates, lipides, protéines, alcool) et la 
perte de cette énergie dans les fécès et l’urine (Hall et al., 2010). Il est possible de calculer la 
dépense énergétique grâce à l’utilisation de cages métaboliques, que ce soit chez le rongeur 
ou chez l’homme, par une technique de calorimétrie indirecte qui permet de mesurer 
l’échange de gaz en soustrayant l’apport en O2 consommé pour brûler les substrats et le 
volume de CO2 produit. De plus, la détermination du quotient respiratoire (QR) chez le 
mammifère permet de voir la proportion de substrats oxydés (Valeurs de référence : 
Carbohydrates = 1 et Lipides = 0,7). Bien qu’encore controversé, ce paramètre est intimement 
corrélé au poids corporel ou bien à la proportion de masse maigre ou grasse de l’individu.  
Le métabolisme de base est défini par la dépense énergétique minimale nécessaire pour 
maintenir les fonctions vitales de l’organisme. Elle est mesurée sur vingt-quatre heures, au 
repos, et à thermoneutralité. Le métabolisme basal est propre à chaque individu puisqu’il 
dépend principalement de la proportion de masse maigre (foie, cerveau, cœur, reins, muscles) 
et en particulier du pourcentage de masse musculaire.  
Outre la dépense énergétique quotidienne représentée par le métabolisme basal, d’autres 
facteurs interviennent dans la dépense énergétique. On les classe alors en deux grands 
groupes que sont l’activité physique volontaire et l’activité quotidienne non liée à l’exercice 
(marche, travail, posture, etc…). Ainsi, l’activité non liée à l’exercice volontaire peut varier de 
2000kcal/jour entre deux individus selon leur mode de vie. Chez un homme sédentaire par 
exemple, cette proportion représente en moyenne 15% de la dépense énergétique 
journalière.  
De plus, pour les organismes homéothermes, la composante de thermorégulation pour 
maintenir une température corporelle constante contribue de façon importante à la dépense 






une mise à thermoneutralité locale. A l’inverse, de nombreuses études récentes ont révélé 
l’importance de la thermogenèse dans la physiologie mais aussi dans de nombreux processus 
physiopathologiques, des résultats très variables étant obtenus selon que les souris de 
laboratoire sont maintenues à température standard (21°C, soit en dessous de leur zone de 
thermoneutralité) ou à thermoneutralité ((Levine, 2007) ; (Garland et al., 2011) ; (Ganeshan 
et Chawla, 2017)). 
 
1.3 Régulation de la dépense énergétique 
La dépense énergétique est un paramètre finement régulé par des signaux intervenant 
différemment selon l’activité, le statut nutritionnel ou la température corporelle afin de 
préserver une homéostasie énergétique. Les stimuli délivrés par le système nerveux et les 
niveaux d’hormones circulantes sont directement liés à la modulation de la dépense 
énergétique.  Parmi ces signaux, on peut noter le rôle prépondérant de l’activation du tissu 
adipeux brun (et beige) par des afférences nerveuses sympathiques induisant une 
augmentation de la dépense énergétique (cf. chapitre III). Le relargage d’hormones 
thyroïdiennes contrôlé par l’hypothalamus induit aussi une augmentation de la dépense 
énergétique en agissant sur différents tissus incluant la fonction cardiaque, le muscle 
squelettique et le tissu adipeux brun. Selon le statut nutritionnel (nourri ou à jeun), d’autres 
hormones telles que la leptine (cf. Chapitre III, 4.2) ou la ghréline, ont pour rôle respectif 
d’augmenter ou de diminuer la dépense énergétique en agissant sur le cerveau (Münzberg et 
al., 2016) (Figure 5). 
Il faut également noter l’action de neurotransmetteurs influençant le comportement face 
à l’activité locomotrice spontanée. On relève par exemple le rôle stimulant de l’orexine et de 
la neuromédine U sur l’activité locomotrice et sur l’augmentation de la dépense énergétique 
(Kotz et al., 2008) (Figure 5). 
 
 






1.4 Apports énergétiques 
Les apports énergétiques sont définis par les calories fournies par les nutriments 
provenant de l’alimentation et de façon dépendante de la valeur énergétique de chaque 
nutriment. L’apport énergétique ingéré inclut trois groupes majeurs de macronutriments : les 
carbohydrates (4kcal/g), les protéines (4kcal/g) et les lipides (9kcal/g), ainsi qu’une petite part 
provenant de l’alcool. Habituellement, si l’on fait référence à un homme pesant 70kg, son 
apport journalier moyen représente 2500 Kcalories et est constitué de 40 % de carbohydrates, 
20 % de protéines et 40 % de lipides. L’apport énergétique provenant de la nourriture est très 
variable selon la composition du repas et la sensation de satiété de l’individu ((Galgani & 
Ravussin, 2008) ; (Hall, 2010)). Selon leur nature, ces nutriments seront différemment 
métabolisés et stockés. Ainsi, les carbohydrates constituent la source principale stockage 
énergétique, sous forme de glycogène ou de lipides. Seul 1% des protéines ingérées 
quotidiennement est stocké en réponse à des stimuli hormonaux, un entrainement physique 
ou encore une prise de poids. Comme pour les protéines, l’ingestion de lipides journaliers 
représente moins de 1% du stockage total des graisses. Les nutriments non stockés intègrent 
différentes voies métaboliques pour fournir de l’énergie ou de la biomasse. 
2 Métabolisme énergétique à l’échelle cellulaire 
Chez les organismes non photosynthétiques, le métabolisme énergétique de la cellule 
est une balance permanente entre dégradation (catabolisme) et synthèse (anabolisme) de 
substrats (sucres, lipides, acides aminés) qui est régie par une multitude de voies 
interconnectées afin de maintenir l’homéostasie cellulaire. Ce processus permet ainsi de 
générer ou d’utiliser de l’énergie sous forme d’adénosine triphosphate (ATP). Les différents 
circuits de réactions biochimiques impliqués dans le métabolisme se répartissent à la fois dans 
le cytosol et dans les mitochondries. En adéquation avec le thème de cette thèse, il ne sera ici 








2.1 Voies principales du catabolisme 
- Métabolisme du glucose 
Le glucose provenant du sang est transporté dans la cellule grâce à des transporteurs 
membranaires puis est pris en charge par la glycolyse qui a lieu dans le cytosol. La glycolyse se 
déroule en deux phases. La première consomme de l’ATP (deux molécules consommées) et la 
deuxième en produit à partir d’adénosine diphosphate (ADP) (quatre molécules synthétisées). 
Pour une molécule de glucose, deux molécules d’ATP sont produites par la glycolyse. Il y a 
d’abord une transformation d’une molécule de glucose en deux molécules de glyceraldéhyde-
3-phosphate (G3P) grâce à cinq réactions successives. Puis les deux molécules de G3P sont à 
leur tour converties en deux molécules de pyruvate via cinq autres réactions en cascade. Le 
pyruvate est le produit final de la glycolyse et a plusieurs devenirs possibles en fonction de 
l’absence ou de la présence d’oxygène. En absence d’oxygène, la glycolyse s’achève par la 
transformation du pyruvate en lactate par la lactate déshydrogénase (LDH), ce qui a pour 
conséquence d’acidifier l’environnement de la cellule. En revanche, lorsque l’oxygène est 
disponible dans le milieu, le pyruvate est transporté dans la mitochondrie et utilisé par la 
pyruvate déshydrogénase (PDH) afin d’être décarboxylé en acétyl CoA puis être pris en charge 
par le cycle de KREBS (ou cycle de l’acide citrique) au niveau de la matrice mitochondriale. A 
noter que le pyruvate peut également être transformé en oxaloacétate, composant du cycle 
de KREBS, par la pyruvate carboxylase. Ce cycle est constitué de différentes réactions 
enzymatiques qui a alors pour rôle de générer des coenzymes réduits (NADH, FADH2), 
substrats utilisables par la machinerie mitochondriale et ainsi optimiser la production d’ATP 
en présence d’oxygène. Une molécule d’acétyl CoA génère ainsi entre autres trois molécules 
de NADH et une molécule de FADH2. A noter que le cycle de KREBS peut également être 
alimenté par un autre substrat qu’un métabolite issu originellement du glucose : l’a-céto-
glutarate, dérivé du catabolisme de la glutamine par la glutaminolyse. La chaîne de transport 
des électrons formée par les complexes protéiques de la membrane interne mitochondriale 
prend finalement en charge ces substrats jusqu’à l’O2, accepteur final des électrons (cf. 
Chapitre II, 3.2) pour permettre la production d’ATP. La glycolyse cytosolique, le cycle de 
KREBS et les phosphorylations oxydatives de la mitochondrie (OXPHOS) permettent in fine de 






En plus de l’origine alimentaire du glucose, la glycogénolyse est une voie de production 
de glucose au niveau du muscle, où il sera directement utilisé par la cellule musculaire, et au 
niveau hépatique, où il sera versé dans la circulation. De façon intéressante, lors d’une 
privation en nutriments comme lors d’une période de jeûne par exemple, la voie de la 
néoglucogenèse permet la régénération de glucose à partir de substrats non glucidiques tels 
que le pyruvate, le lactate, le glycérol et la plupart des acides aminés. Cette voie se produit 
essentiellement dans le foie. 
Enfin, dans des situations de stress métabolique comme dans certaines cellules cancéreuses 
par exemple, on peut assister à une relocalisation du flux des carbohydrates dérivés du 
glucose.  En effet, ce phénomène se traduit par une production préférentielle d’ATP par la 
glycolyse plutôt que par la mitochondrie, et ce, malgré la présence d’oxygène. Plus 
communément appelé effet Warburg (découverte par Otto Warburg dans les années 1920s), 
cette utilisation majoritaire de glycolyse aérobie signe souvent une dysfonction 
mitochondriale. Elle peut également être induite par une inhibition de la pyruvate 
déshydrogénase, empêchant la production de pyruvate, point d’entrée essentiel au cycle de 
KREBS (Figure 6A). 
- Métabolisme des lipides 
La biosynthèse des acides gras s’effectue principalement dans le foie et le tissu adipeux à 
partir d’acétyl CoA, lui-même généré depuis le pyruvate ou le citrate provenant du cycle de 
KREBS. La synthèse des acides gras requiert une oxydation du NADPH en NADP+ fourni 
principalement par la voie des pentoses phosphates. Cette voie consiste entre autres à 
produire du ribose-5-phosphate à partir d’un intermédiaire de la glycolyse, le glucose-6-
phosphate. On peut également noter que le ribose-5-phosphate est essentiel à la biosynthèse 
des acides nucléiques. Les acides gras utilisables par la cellule peuvent aussi provenir des 
lipides stockés dans la cellule adipeuse sous forme de triglycérides ou bien de la circulation 
sanguine (Cf. Chapitre III, 1.2.). 
Pour être utilisés, les acides gras prennent le chemin de la b-oxydation qui a lieu 
essentiellement dans les mitochondries mais aussi, dans les péroxysomes. Les acides gras 
libres sont alors couplés à l’acyl CoA cytosolique par la fatty acyl-CoA synthase (FACS) dans un 






dans l’organelle cible grâce à un système de transporteurs (carnitine pour la mitochondrie ; 
coenzyme A pour les péroxysomes). Au niveau de la mitochondrie, les acides gras sont d’abord 
transformés par l’acyl-CoA synthase en acyl CoA. Le transport d’acyl CoA est alors permis par 
un système de transférases localisées à la surface des membranes mitochondriales (carnitines 
palmitoyltransférases 1 (membrane externe) et 2 (membrane interne) ó CPT1 et 2) ; à noter 
qu’il existe différents isoformes selon leur localisation tissulaire. Ils sont ensuite transformés 
en acétyl CoA qui pourra alors alimenter le cycle de KREBS ou être réutilisé. Le nombre de 
molécules d’acétyl CoA produites dépend de la longueur de la chaîne carbonnée de l’acide 
gras qui est oxydé. La b-oxydation est la voie la plus contributive à la production d’ATP et 
génère d’ailleurs du NADH ainsi que du FADH2 ((Schrader et al., 2015) ; (University of Alberta, 





Figure 6 : Voies métaboliques générales de la cellule 
 











Figure 6 : Voies métaboliques générales de la cellule 





2.2 Senseurs régulateurs du métabolisme cellulaire 
 Afin de réguler les voies précédemment décrites, des senseurs entrent en jeu pour 
permettre de maintenir une homéostasie cellulaire. Parmi ceux-ci, on peut citer l’AMP-
activated protein kinase (AMPK), régulateur majeur de l’homéostasie énergétique mais aussi 
d’autres facteurs. Une revue plus exhaustive des senseurs métaboliques a été proposée 











 Chez les eucaryotes, l’AMPK est le chef d’orchestre de la régulation de la balance 
énergétique. L’AMPK répond aux changements intracellulaires des niveaux nucléotidiques de 
l’adénine. Lorsque l’AMP et l’ADP augmentent par rapport à la quantité d’ATP, il y a une 
activation de l’AMPK pour promouvoir les voies du catabolisme, inhiber l’anabolisme, et 
générer ainsi l’ATP venant à s’amenuiser. Chez les mammifères, deux kinases en amont de 
l’AMPK ont été identifiées pour induire la phosphorylation de la thréonine 172 (T172) 
activatrice de l’AMPK : la protéine kinase kinase calcium/calmoduline dépendante (CaMKKβ) 
dépendante de la concentration calcique ainsi que la kinase du foie B1 (LKB1) qui dépend de 
la concentration d’AMP (Carling, 2017). 
 Parmi les multiples rôles métaboliques de l’AMPK, on peut noter qu’il promeut 
l’internalisation du glucose par le recrutement du transporteur GLUT4 ainsi que la glycolyse. 
L’AMPK permet aussi la localisation membranaire du transporteur CD36 pour internaliser les 
acides gras (Ke et al., 2017). Il augmente l’oxydation des acides gras en phosphorylant 
l’AcetylCoA Carboxylase (ACC) aboutissant à une diminution de la formation du malonyl CoA 
(inhibiteur du transport des acides gras dans la mitochondrie) mais aussi en stimulant les 
facteurs PPARα et PGC1α (cf. Chapitre III) (Lee et al., 2006). L’AMPK est également responsable 
de la biogenèse mitochondriale via une phosphorylation directe de PGC1α, notamment dans 
le muscle squelettique (cf. Chapitre II, 3.1) (Jӓger et al., 2007). Étant donné le rôle majeur de 
l’AMPK dans l’homéostasie énergétique, plusieurs études ont démontré un lien entre sa 
dérégulation et la physiopathologie. On peut par exemple relever que le médicament le plus 
prescrit dans le cas du diabète de type II est un activateur de l’AMPK, la Metformine, qui a 
alors des propriétés hypoglycémiantes (Garcia et Shaw, 2017). Enfin, dans le cas de tumeurs, 
il a été montré que l’AMPK régulait négativement la glycolyse aérobie (effet Warburg) en 
supprimant la croissance tumorale in vivo chez la souris grâce à l’inhibition du facteur 









Figure 7 : Implication de l’AMPK dans le métabolisme cellulaire 
 
- Autres 
 Outre l’AMPK, d’autres facteurs clefs interviennent dans la régulation du métabolisme 
énergétique. Par exemple, la voie RAS (cf. Chapitre I) intervient dans la régulation 
bioénergétique. De plus, il a été montré que la voie PI3K-AKT en aval d’un récepteur tyrosine 
kinase ou bien que la protéine ERK en aval de RAS pouvaient activer la signalisation 
dépendante de mTOR, permettant entre autres la synthèse protéique et notamment celle du 
métabolisme oxydatif mitochondrial. Cette voie induit aussi une augmentation de la glycolyse 
et la synthèse d'acides gras ((Laplante et Sabatini, 2009) ; (Saxton et Sabatini, 2017)). Les 
sirtuines ont également été incriminées dans la régulation du métabolisme lipidique et 
glucidique. Elles modulent les réponses métaboliques dans différents tissus suite à différentes 
stimulations. Elles sont sensibles aux niveaux de NAD+ dans la cellule. Par exemple en 
restriction calorique, la sirtuine 1 est réactive à l’augmentation du NAD+ dans la cellule et 
stimule la biogenèse mitochondriale alors qu’en excès calorique, elle l’inhibe (Houtkooper et 







3 Les mitochondries, moteurs énergétiques du vivant 
3.1 Introduction : Origine, structure, fonction et renouvellement des mitochondries 
 
- Origine des mitochondries 
 
La mitochondrie est un organite cytoplasmique présent dans l’ensemble des cellules 
eucaryotes, à l’exception des érythrocytes, dont le rôle est de produire l’énergie cellulaire, 
notamment à partir d’oxygène. En 1967, la microbiologiste américaine Lynn Margulis publie 
un article dans lequel elle expose la théorie selon laquelle l’origine des mitochondries, entre 
autres, semble résider dans l’endosymbiose de procaryotes. Elle émet en effet l’hypothèse 
que les cellules anaérobiques furent obligées de s’adapter pour survivre à l’atmosphère 
devenue riche en oxygène il y a 1,2 milliards d’années. Elle suppose alors que les cellules qui 
vivaient de façon anaérobique ont ingéré un microbe procaryote aérobique. Ainsi en 
fusionnant, le procaryote permet l’utilisation d’oxygène par la cellule hôte eucaryote : c’est la 
formation des premières mitochondries, hypothèse validée aujourd’hui par la communauté 
scientifique, même si peu de mitochondries humaines ont de lien phylogénétique direct avec 
l’endosymbionte originel. Il est malgré cela intéressant de noter que tout comme sa bactérie 
ancestrale, la mitochondrie a conservé sa sensibilité aux drogues antibiotiques (Nunnari et 
Suomalainen, 2012). 
Les mitochondries sont des organites semi-autonomes car elles possèdent leur propre 
génome, sous forme d’un ADN circulaire, qui code une partie des protéines mitochondriales, 
les autres étant issues du génome nucléaire de la cellule. De façon intéressante, la 
transmission du génome mitochondrial est uniquement maternelle. En effet, lors de la 
reproduction, les mitochondries contenues dans les gamètes mâles ne sont pas transmises 
lors de la fécondation de l’ovocyte à cause de leur localisation dans la partie non fécondante 
du spermatozoïde d’une part, mais aussi, par l’existence de gènes nucléaires impliqués dans 
l’élimination du matériel génétique mitochondrial paternel. Cependant, une étude récente 
montre dans certains cas chez l’humain que l’ADN mitochondrial peut également être 
transmis par le père sur plusieurs générations, par un mécanisme moléculaire de transmission 







- Structure et fonction des mitochondries  
Ces organites sont composés d’une membrane externe et d’une membrane interne 
séparées par un espace inter-membranaire englobant une matrice. La membrane externe est 
une bicouche lipidique pauvre en protéines qui permet une diffusion d’ions et de métabolites 
de petite taille via la protéine transmembranaire appelée porine. Pour les protéines de plus 
haute masse moléculaire, des transporteurs actifs (TOM : Translocase of the Outer 
Membrane) entrent en jeu. A noter que le transport d’acyl CoA dérivé des acides gras est 
permis à travers la membrane externe par CPT1 (cf. 2.1. Métabolisme des lipides). A l’inverse, 
la membrane interne est riche en protéines par rapport à la proportion de phospholipides et 
ne permet le passage d’ions et de métabolites que grâce à des protéines de transport 
spécialisées.  
Le long de la membrane interne, les mitochondries affichent une succession de 
complexes protéiques spécialisés dans leur fonction de conversion d’énergie dérivée du 
catabolisme de nutriments en production d’énergie utilisable par la cellule sous forme 
d’adénosine triphosphate (ATP). Pour ce faire, la membrane interne mitochondriale adopte 
une structure particulière en crêtes qui augmente sa surface pour permettre une meilleure 
production d’énergie. Outre la fonction de production d’énergie, les mitochondries sont 
également impliquées dans de nombreux autres processus physiologiques tels que 












- Renouvellement et dynamique des mitochondries 
Le nombre de mitochondries est variable dans une cellule selon l’état métabolique et 
les besoins de la cellule. On peut ainsi noter qu’il existe une synchronisation des acteurs 
nucléaires et mitochondriaux afin d’entamer un processus de biogenèse mitochondriale. Par 
extension, le gène PGC1α est par exemple très inductible en réponse à un panel de conditions 
physiologiques induisant l’activation d’une multitude de voies de signalisation intracellulaires 
et nécessitant l’augmentation de la production d’énergie par la mitochondrie (exposition au 
froid, exercice du muscle squelettique, jeûne, etc…). La voie β-adrénergique dans le foie et le 
tissu adipeux brun, la CaMK (protéine kinase Ca2+/calmoduline dépendante) et l’AMPK dans 
le muscle strié, CREB  (facteur de transcription liant l’AMPc) dans le foie, et le NO (monoxyde 
d’azote) dans plusieurs tissus ont d’ailleurs été montrées comme activateurs de l’expression 
ou de l’activation de PGC1α. PGC1α est ensuite à l’origine de l’activation de l’expression des 
facteurs nucléaires NRF1 et NRF2, qui à leur tour, induisent l’expression du facteur nucléaire 
TFAM. Ce facteur de transcription transite alors jusqu’à la mitochondrie pour induire la 
réplication de l’ADN mitochondrial mais aussi, de composants de la chaîne respiratoire 
mitochondriale formés des différents complexes spécialisés (Figure 9). 
Enfin (mais de façon non exhaustive), les mitochondries sont mobiles grâce au cytosquelette 
de la cellule et s’organisent en réseaux fusionnés ou fissionnés pour pouvoir maintenir une 









Figure 9 : Programme d’expression génique induisant la biogenèse mitochondriale 
 
3.2 Mécanistique intrinsèque à la mitochondrie 
 
- Introduction 
Les mitochondries possèdent sur leur membrane interne une machinerie très 
organisée afin de produire de l’énergie pour la cellule sous forme d’ATP ; elle résulte en effet 
d’une succession de protéines transmembranaires appelées « complexes mitochondriaux ». 
Ces complexes multi-enzymatiques sont au nombre de cinq, dont l’ATP synthase (producteur 
direct d’ATP), et forment la chaîne de transport des électrons (CTE). A partir des substrats 
disponibles dans la cellule, de type protéines, glucides ou lipides, les voies métaboliques 
intracellulaires les transforment en éléments utilisables par les complexes mitochondriaux. 
Les produits finaux utilisables par les complexes mitochondriaux émanent alors du cycle de 
KREBS au sein de la matrice mitochondriale, qui sont notamment le NADH et le FADH2. Le 
NADH est oxydé en NAD+ par les premier et troisième complexes mitochondriaux alors que le 
FADH2 subit une réaction d’oxydation en FAD au niveau du deuxième complexe. Par ailleurs, 






interne mitochondriale qui est un réservoir d’énergie potentielle : les réactions 
d’oxydoréduction au niveau des complexes mitochondriaux permettent aux protons présents 
dans la matrice d’être expulsés vers l’espace inter-membranaire mitochondrial. Des 
transporteurs permettent ainsi de récupérer et de transférer les électrons provenant des 
réactions enzymatiques d’oxydoréduction des complexes à travers la CTE dans la membrane 
interne mitochondriale pour permettre la production finale d’ATP, énergie utilisable par la 
cellule. On assiste finalement à une transformation de l’énergie oxydoréductive en énergie 
électrochimique : c’est ce que l’on appelle le couplage de l’énergie électrochimique produite 
par la CTE avec l’ATP synthase qui utilise cette énergie pour former de l’ATP. 
Par ailleurs, il est intéressant de noter dans certains cas l’existence de supercomplexes 
représentant une association de différents complexes de la CTE aboutissant à un respirasome. 
Leur rôle est aujourd’hui encore mal connu mais certaines études montrent leur implication 
dans la diminution de la production d’espèces réactives de l’oxygène par exemple (Maranzana 
et al., 2013). 
- Le couplage : chaîne de transport des électrons, complexes mitochondriaux, 
production d’ATP et consommation d’oxygène 
Le complexe I mitochondrial est le point d’entrée de la CTE. Ainsi, le NADH formé par 
le cycle de KREBS interagit avec ce complexe, appelé NADH-CoenzymeQ réductase. Le NADH 
est pris en charge par ce premier complexe et est oxydé en NAD+, réutilisable par les voies 
métaboliques de la cellule. Deux électrons sont alors arrachés au NADH pour transiter à 
travers le complexe I et être transmis au Coenzyme Q(CoQ)/Ubiquinone(Uq) (accepteur final 
des électrons du complexe I) qui a en charge le transport de ces électrons vers le complexe III 
de la CTE. Il est réduit en CoQH2 grâce au pompage de deux protons additionnels depuis la 
matrice mitochondriale. Il est alors mobile pour diffuser le long de la membrane 
mitochondriale jusqu’au complexe III grâce à sa solubilité permise par sa longue chaîne 
hydrocarbonée.  
Le rôle du complexe III est de transférer les électrons, transportés initialement par le 
CoQH2, jusqu’au cytochrome C entre autres. En étant au contact du complexe III, les deux 
électrons transportés par le CoQH2 sont libérés par oxydation en CoQ, induisant la libération 






chemins différents. Un seul des deux électrons est alors recueilli par la forme oxydée du 
cytochrome C, un des accepteurs finaux des électrons du complexe III, situé du côté de 
l’espace intermembranaire mitochondrial. Ainsi, le cytochrome C est réduit et se détache de 
la membrane interne pour diffuser dans l’espace intermembranaire et rejoindre le complexe 
IV afin de transporter cet électron. 
Le complexe IV a pour rôle de transférer les électrons de la forme réduite du 
cytochrome C à la molécule d’oxygène présente au niveau de la matrice mitochondriale. Deux 
protons sont par conséquent pompés depuis la matrice mitochondriale. Deux autres protons 
sont recrutés et permettent de libérer deux molécules d’eau à partir d’extrémités OH 
présentes au niveau de ce complexe. 
A la différence des autres complexes mitochondriaux, le complexe II n’est pas une 
pompe à protons qui contribue au gradient électrochimique de part et d’autre de la 
membrane interne mitochondriale. Ce complexe oxyde le FADH2, issu de la transformation du 
succinate en fumarate dans le cycle de KREBS, en FAD. Le FADH2 a pour particularité de rester 
attaché au complexe II puisque la succinate déshydrogénase qui catalyse la réaction du 
succinate en fumarate est la seule enzyme du cycle de KREBS qui est membranaire. Via 
l’oxydation du FADH2 en FAD, deux électrons sont libérés. Ces électrons sont transmis à une 
CoQ qui est réduite en CoQH2. A l’égal du complexe I, la CoQH2 rejoint le complexe III pour 
transmettre les deux électrons qu’elle transporte. 
Le complexe V, aussi appelé ATP synthase, représente la dernière structure de la CTE. 
L’ATP synthase est composé de deux régions : F0, canal protonique, situé au sein de la 
membrane interne mitochondriale ainsi que F1, sous-unité catalytique, située en-dessous de 
F0 dans la matrice mitochondriale. C’est en effet via ce complexe que l’énergie de la cellule est 
générée sous forme d’ATP grâce au gradient protonique électrochimique formé 












Figure 10 : Chaîne de Transport des Electrons (CTE) 
 
 
- Découplage mitochondrial : thermogenèse « non-frissonnante » 
En dehors du couplage de la CTE avec l’ATP synthase, on peut parfois assister à un 
phénomène de découplage de ce système, qui se manifeste par une thermogenèse. Cette 
libération d’énergie thermogénique est alors un autre moyen de production de chaleur que le 
phénomène de frisson musculaire ou induit par l’alimentation. Ce phénomène a 
principalement été décrit dans les tissus adipeux brun et beige. Il existe cependant des 
protéines découplantes localisées ailleurs que dans les tissus adipeux. En effet, une 
augmentation du contenu en UCP1 (UnCoupling Protein 1) a été montrée dans des fractions 
mitochondriales issues d’utérus murin après ovulation, ce qui pourrait signer un rôle de 
régulation des variations de température au cours du cycle sexuel. Par ailleurs, UCP1 a été 
retrouvé dans des organes contractiles comme dans les couches musculaires lisses du tractus 
reproductif et gastro-intestinal de souris par exemple, ce qui traduirait un rôle différent de 
celui de la thermogenèse. La question de l’action d’UCP1 dans le processus de relaxation 






Les protéines découplantes de type UCP sont des protéines canaux qui vont permettrent 
ce découplage mitochondrial en perforant la membrane interne mitochondriale qui devient 
alors perméable. Ainsi, le gradient électrochimique de protons établi de part et d’autre de 
cette membrane se dissipe : les protons de l’espace inter-membranaire retournent dans la 
matrice mitochondriale au lieu d’être utilisés par l’ATP synthase. Les complexes de la CTE 
peuvent alors pomper ces protons vers l’espace inter-membranaire pour fonctionner. Un 
recyclage protonique est donc formé laissant ainsi place à une activité exacerbée de la CTE 
jusqu’à l’oxygène, accepteur final des électrons au niveau du complexe IV (Figure 11).  
Des travaux montrent que la protéine UCP1 possède le mode de fonctionnement d’un 
symporteur. En effet, grâce à la forte liaison hydrophobique de la queue carbonnée d’un acide 
gras à longue chaine à l’intérieur de la protéine UCP1, la charge positive d’un proton est liée 
à la charge négative de l’acide gras, permettant ainsi le symport du proton de l’espace inter-
membranaire vers la matrice mitochondriale ((Fedorenko et al., 2012) ; (Bertholet et Kirichok, 
2017)). 
 







3.3 Adaptations mitochondriales 
Pour pouvoir s’adapter aux modifications environnementales de la cellule, les 
mitochondries s’organisent en réseau et répondent avec une dynamique de fission et de 
fusion, conservée entre les espèces. La balance entre ces deux évènements permet à la cellule 
de réguler le nombre, la taille et la localisation cytoplasmique des mitochondries. Le plus 
souvent, la fusion mitochondriale est associée à une activité respiratoire mitochondriale 
élevée alors que la fragmentation du réseau est plutôt liée à une dysfonction telle que du 
stress oxydatif ou une mort cellulaire (Detmer et Chan, 2007). Il est également intéressant de 
remarquer que plus récemment, des travaux ont relaté une troisième conformation, 
toroïdale, que peuvent adopter les mitochondries lors de stress par exemple ((Benard et al., 
2013) ; (Long et al., 2015) ; (Ding et al., 2012)). 
 
- Mécanistique et protéines impliquées dans la dynamique mitochondriale de 
fusion/fission 
Différentes protéines spécifiques à activité GTPase entrent alors en jeu pour pouvoir 
réaliser cette dynamique particulière. Elles sont appelées méchanoenzymes pour leur 
capacité à permettre le remodelage des membranes mitochondriales (Figure 12).  
Chez les mammifères, la fusion est opérée dans un premier temps par les protéines 
homologues Mitofusines 1 et 2 (Mfn 1 et 2) au niveau de la membrane externe. L’hydrolyse 
du GTP par les GTPases Mfn 1 et 2 entraîne un changement conformationnel de ces dernières, 
ce qui permet un rapprochement des membranes mitochondriales externes et leur fusion. Les 
mitofusines sont régulées par des cycles d’ubiquitylation/dé-ubiquitylation pour être activées 
ou bien dégradées au niveau du protéasome (Wiedemann et al., 2013). Le processus de fusion 
des membranes externes mitochondriales est suivi par la fusion des membranes internes, 
guidée par la GTPase OPA1 impliquant le lipide membranaire Cardiolipine (CL) ((Tilokani et al., 
2018) ; (Detmer et Chan, 2007)). 
Au contraire, le mécanisme de fission implique d’autres acteurs. La réplication de l’ADN 
mitochondrial est alors l’élément déclencheur de la fission qui permet de recruter le réticulum 
endoplasmique de la cellule à des sites spécifiques pour une étape de pré-constriction. Puis, 






activité GTPase pour subir un changement morphologique afin d’augmenter la constriction 
déjà pré-établie par le réticulum endoplasmique. Il est intéressant de remarquer que selon le 
site de phosphorylation de DRP1, la fission est induite ou au contraire inhibé. En effet, une 
phosphorylation sur Ser616 ou une déphosphorylation de Ser637 induisent la fission. Enfin, 
une deuxième GTPase, la Dynamine 2 (Dnm2), est recrutée au niveau du réticulum 
endoplasmique pour terminer la scission de la mitochondrie ((Tilokani et al., 2018) ; (Detmer 
et Chan, 2007)). 
Des KO de la majorité de ces protéines entraînent des désordres importants. Par exemple, 
une déficience pour Mfn1 et Mfn2 chez la souris induit une létalité embryonnaire, et les 
observations in vitro associées montrent des défauts mitochondriaux morphologiques ainsi 




Figure 12 : Dynamique mitochondriale : mécanismes de fusion et de fission (adapté de 







- Implication des protéines de fusion (Mitofusines) et de fission (P-DRP1) dans la 
régulation du métabolisme mitochondrial et de la survie cellulaire 
 Plusieurs études soulèvent qu’une fragmentation mitochondriale est associée à la mort 
cellulaire apoptotique alors qu’à l’inverse, la fusion du réseau atténue ce phénomène. La Mfn2 
est d’ailleurs connue pour établir une connexion avec le réticulum endoplasmique (RE), 
appelée « MAM » (mitochondria-associated membranes). Les MAM sont aussi enrichis en la 
protéine DRP1. Cette juxtaposition est requise pour des évènements cellulaires clefs. Par 
exemple, le flux de calcium du RE vers la mitochondrie est essentiel à la régulation de la mort 
cellulaire par apoptose et de la production d’ATP (via la stimulation des déhydrogénases 
mitochondriales et de l’ATPsynthase ((Denton, 2009) ; (Griffiths et Rutter, 2009)), énergie 
utilisable par la cellule ; une liaison RE/mitochondrie trop proche ou trop éloignée peut 
aboutir à la dysfonction mitochondriale. En l’occurrence, un transport excessif du calcium du 
RE vers la mitochondrie induit l’oligomérisation d’une protéine pro-apoptotique 
mitochondriale (BAX) et perméabilise la membrane mitochondriale externe. Le cytochrome C 
est alors relargué dans le cytosol où le signal apoptotique via les caspases est activé 
conduisant à la mort de la cellule. De plus, lorsque la MAM est abolie, la libération du calcium 
du RE vers la mitochondrie est supprimée et la production d’ATP ainsi que la survie cellulaire 
sont réduites. Lors de l’apoptose, il a également été montré que la protéine DRP1 stimulait 
l’oligomérisation de BAX de façon calcium dépendante pour augmenter l’apoptose. 
Au-delà de la régulation calcique dépendante de l’apoptose et de la production d’ATP, les 
MAM sont également essentiels au transfert de composés lipidiques RE-mitochondrie qui 
pourrait être bi-directionnel grâce à un transport non vésiculaire et à la formation 









Figure 13 : Les « Mitochondria-Associated-Membranes » (MAM) 
 
- Les espèces réactives de l’oxygène mitochondriales  
Dans une cellule qui fonctionne normalement, lorsque l’oxygène mitochondrial n’est pas 
complètement oxydé par la chaîne de transport des électrons, cela conduit à la production 
d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) dites primaires. Ces ROS primaires sont 
majoritairement produites au niveau du complexe I (mais aussi du complexe III) soit lorsque 
la mitochondrie produit peu d’ATP et par conséquent présente un haut potentiel de 
membrane associé à une diminution du co-enzyme Q, soit lorsque le ratio NADH/NAD+ dans 
la matrice mitochondriale est élevé. Le transfert des électrons à l’O2 génère alors les ROS 
primaires sous forme d’anion superoxide (O2•−). Au contraire, les mitochondries qui fabriquent 
activement de l’ATP avec un ratio NADH/NAD+ diminué ont aussi une production d’O2•− 
réduite.  
Néanmoins, la production excessive d’O2•− due à une dysfonction mitochondriale amène 
à des interactions avec d’autres composés qui génère des ROS secondaires. L’O2•− peut alors 
être converti en peroxide d’hydrogène (H2O2) par l’enzyme superoxide dismutase (SOD). 
L’H2O2 peut à son tour être transformé en radical hydroxyl OH. A eux trois, les radicaux libres 
O2•−, H2O2 et OH forment la famille des ROS mitochondriaux. Au-delà de ces composés, la 
chaîne de transport des électrons génère d’autres ROS comme l’oxyde nitrique (NO) (Murphy, 
2009) (Figure 14). 
Il a été montré qu’un excès de production de ROS pouvait causer des dommages 






d’ OH avec des molécules d’ADN pouvaient endommager les bases constituant l’ADN. La 
surproduction de ROS est aussi connue pour créer des lésions membranaires, protéiques et 
pouvant interrompre les fonctions essentielles de la mitochondrie telles que la production 
d’ATP. Plusieurs pathologies métaboliques ainsi que le vieillissement sont d’ailleurs associés à 
une diminution de la biogenèse mitochondriale, une diminution des capacités oxydatives 
mitochondriales et de la production d’ATP ainsi qu’une génération accrue de ROS. Parmi les 
altérations métaboliques causées par le stress oxydatif, on peut citer l’association étroite 
entre les ROS et l’insulino-résistance, démontrée à plusieurs reprises (Bhatti et al., 2017).  
La production excessive de ROS a aussi été montrée comme régulant la dynamique 
mitochondriale. Une étude montre in vitro qu’une hyperglycémie augmente la production de 
ROS mitochondriales et conduit à une fission du réseau mitochondrial (Yu et al., 2008). Au 
contraire, l’inhibition de cette fission permet d’annuler les effets délétères des ROS induits 
par l’hyperglycémie comme la perméabilisation de la membrane mitochondriale ou encore, la 
mort cellulaire (Yu et al., 2006). 
 
 






3.4 Physiopathologie associée aux défauts mitochondriaux 
- Dynamique mitochondriale dans la physiopathologie 
Il a été montré que la dynamique de ce réseau était essentielle à la modulation du 
métabolisme. Plusieurs stimuli, comme l’activité physique ou l’hypoxie, sont d’ailleurs 
capables d’agir sur les protéines de fusion ou de fission ((Tanaka et al., 2019) ; (Chang et 
Blackstone, 2007) ; (Cartoni et al., 2005)).  
Par ailleurs, des modifications de la dynamique mitochondriale ont été associées à 
plusieurs pathologies et constituent un déterminant clé dans leur gestion bioénergétique. Il a 
par exemple été montré chez des patients diabétiques que l’augmentation de l’oxydation des 
acides gras et de l’insulino-sensibilité par l’exercice physique était due à une diminution des 
niveaux de phosphorylation de DRP1 sur Ser616 ce qui réduit le phénomène fission 
mitochondriale dans le muscle squelettique (Fealy et al., 2014).  
Dans un contexte d’infarctus du myocarde, la dégradation ubiquitine-dépendante de la 
protéine AKAP1, une kinase impliquée dans la phosphorylation inhibitrice de DRP1, restaure 
le phénomène de fission mitochondriale, ce qui peut être sous-jacent à une apoptose ou une 
sénescence des cardiomyocytes (Kim et al., 2011). Il a également été montré chez la souris 
que la perte d’AKAP1 induisait une hypertrophie cardiaque, intimement corrélée au 
mécanisme de fission mitochondrial dirigé par DRP1 (Schiattarella et al., 2018). Au niveau 
neuronal, la fission par DRP1 semble être induite par le NO et impliquée dans des dommages 
neuronaux mais les mécanismes exacts sont encore controversés (Barsoum et al., 2006). 
On peut aussi relever que la dysfonction de la protéine disulfide isomérase (PDI), 
impliquée dans le repliement des protéines, contribue à la mauvaise cicatrisation et à des 
complications vasculaires dans une situation de diabète. Une étude montre alors que la 
délétion de la PDI(A1) dans des cellules endothéliales induit une sulfénylation de DRP1 ce qui 
promeut la fragmentation mitochondriale, une élévation des espèces réactives de l’oxygène 
et une sénescence endothéliale (Kim et al., 2018). 
Par ailleurs, il existe une corrélation entre la perte musculaire liée à l’âge de personnes 
sédentaires et le déclin d’expression de la protéine de fusion des membranes internes OPA1. 
De façon également importante, des souris Opa1−/− montrent une altération de la croissance 
à 8 jours de vie, une hypoglycémie dans des conditions nourries, un statut pro-inflammatoire 






Pour compléter ces recherches qui rapportent très clairement un lien étroit entre la 
modulation des protéines participant à la dynamique mitochondriale et la physiopathologie, 
il est intéressant de faire référence à une étude qui indique que des souris dépourvues de 
MFN2 spécifiquement dans le foie présentent une intolérance au glucose avec une altération 
du signal insulinique dans le foie et le muscle squelettique, via un stress du réticulum 
endoplasmique et la production d’espèces réactives de l’oxygène (Sebastián et al., 2012). On 
peut alors aussi noter que des biopsies musculaires provenant de patients diabétiques de type 
2 ont une réduction significative de 26% de la protéine MFN2 (Hernández-Alvarez et al., 2010). 
 
- Exemples de maladies mitochondriales et conséquences physiopathologiques 
Afin d’illustrer l’importance du bon fonctionnement de la mitochondrie dans la physiologie 
générale de l’individu, il est nécessaire de se pencher sur l’étude de maladies mitochondriales. 
On peut alors citer une étude sur le syndrome de Leigh, une maladie neurologique 
progressive touchant la chaîne respiratoire mitochondriale causée par des mutations perte de 
fonction. Sur plusieurs centaines d’échantillons de sang et d’urine, une équipe de recherche 
met en évidence une signature métabolique particulière de ces patients avec notamment des 
facteurs de risque cardiométaboliques accrus, comme une augmentation de la concentration 
d’insuline et une diminution de la concentration d’adiponectine (Legault et al., 2015).  
Une deuxième maladie, le syndrome de Barth, se traduit par une altération de la 
composition en cardiolipine, phospholipide mitochondrial, qui induit des problèmes 
cardiaques, une myopathie, ou un retard de croissance dans la plupart des cas (Schlame et 
Ren, 2006). 
Enfin, il existe des maladies relatives à l’oxydation des acides gras (« Fatty-Acid Oxidation 
Disorders » : FAODs) mettant en jeu un défaut de transport des acides gras et de la β-
oxydation mitochondriale, aboutissant à un déficit de la production énergétique de la cellule. 
Puisque l’utilisation des acides gras a lieu majoritairement dans le cœur, le foie, les tissus 
adipeux ou certains muscles pendant les périodes de jeûne ou d’activité physique, il existe 
une relation étroite avec les cardiomyopathies, la dysfonction hépatique ou encore, 
l’hypoglycémie généralement développées par les patients ((Rinaldo et al., 2002) ; (Kompare 






De manière remarquable, on peut noter un parallèle entre la similitude des symptômes 
développés par les patients atteints de FAOD et ceux atteints de Rasopathies, qui pourraient 
éventuellement tracer une altération de l’utilisation mitochondriale de substrats dans certains 
cas de Rasopathies. 
4 Dépense énergétique et mitochondries : exemple des Rasopathies 
Pour faire écho au premier chapitre de cette thèse, il est essentiel de s’intéresser au 
métabolisme énergétique des Rasopathies (cf. Tableau 1). 
Une étude montre par exemple que cinq patients atteints de troubles associés à des 
mutations de la voie RAS-MAPK (Rasopathies de type SN, SN-LM, Syndrome de Costello (SC), 
…) présentent une acidose lactique chronique. Ce diagnostic est supporté par des mesures 
anormales de composants OXPHOS au niveau de la mitochondrie ; en effet, des analyses 
biochimiques de biopsies musculaires montrent une production d’ATP réduite par rapport aux 
valeurs de référence (24 and 38 nmol ATP/h/mU vs contrôle : 42–81 nmol/h/mU/CS). Une 
déficience de complexes de la chaîne de transport des électrons mitochondriaux a aussi été 
relatée (Kleefstra et al., 2011). 
4.1 Dérégulations énergétiques observées dans les Rasopathies 
Par une méthode de calorimétrie indirecte basée sur l’échange de gaz, une étude a montré 
que des patients SC ont une dépense énergétique normalisée au poids accrue et ainsi, une 
augmentation de leur métabolisme cellulaire basal (Leoni et al., 2016). Ce profil a été 
rapproché du retard de croissance développé par ces patients, les flux énergétiques étant 
dérivés vers le métabolisme basal au détriment de la croissance.  
Des dysfonctions métaboliques ont également été relatées dans le CFC. On peut entre 
autres relever une déficience du coenzyme Q10 musculaire chez des patients CFC, 
transporteur d’électrons au niveau de la chaîne respiratoire mitochondriale (Aeby et al., 
2007). De plus, dans le modèle murin associé au CFC (activation constitutive de BRAF), le poids 
des animaux est réduit par rapport aux animaux standards, quel que soit le sexe (Urosevic et 
al., 2011). Enfin, une étude sur une cohorte de patients CFC a par ailleurs mis en évidence que 






(« Mitochondria Disease Criteria ») élevé, ce qui traduit une altération certaine du 
métabolisme énergétique associée au CFC (Kleefstra et al., 2011). 
Quelques études montrent également une modulation du métabolisme énergétique dans 
la NF1. Des travaux ont par exemple montré en 2017 que l’absence de neurofibromine dans 
des fibroblastes embryonnaires de souris induisait une activation de la voie RAS-MAPK, et 
notamment de Erk, qui lui-même permet la phosphorylation de la protéine mitochondriale 
chaperonne TRAP1 ; l’activation de TRAP1 conduit alors à une inhibition de la succinate 
déshydrogénase et ainsi, à l’inhibition fonctionnelle du complexe II de la chaîne de transport 
des électrons mitochondriale. Il y a alors accumulation du succinate, ce qui aboutit à un 
changement métabolique au profit d’un métabolisme oncogénique en permettant la 
stabilisation de HIF1a (Masgras et al., 2017).  
Par ailleurs, dans un muscle de souris privé spécifiquement de Nf1, les auteurs observent 
une association entre la diminution de la force musculaire de ces animaux et une 
accumulation intramyocellulaire de lipides ainsi qu’une augmentation significative de l’activité 
d’enzymes participant au métabolisme oxydatif comme la succinate déshydrogénase, ce qui 
signerait une altération de l’oxydation des acides gras (Sullivan et al., 2014). Plus récemment, 
ces collaborateurs appuient leurs premiers travaux en montrant la présence musculaire 
excessive d’acide gras à longues chaînes lorsque la neurofibromine 1 est absente. La prise d’un 
régime de huit semaines riche en acides gras à chaînes moyennes et réduit en acides gras à 
longues chaînes a permis de restaurer entre autres la force musculaire des animaux (Summers 
et al., 2018). 
Enfin, une étude chez la drosophile montre que la perte de la neurofibromine de type 1 
induit une réduction de la synthèse d’ATP associée à une augmentation des espèces réactives 
de l’oxygène, ce qui réduit la durée de vie des animaux. A l’inverse, sa surexpression permet 
une meilleure activation du complexe I mitochondrial, une diminution de la production 
d’espèces réactives de l’oxygène ainsi qu’une augmentation de la durée de vie des drosophiles 
(Tong et al., 2007). Il semblerait ainsi que les bénéfices ou que les effets délétères 
métaboliques associés à la neurofibromine de type 1 soient dépendants de plusieurs facteurs 







4.2 Dérégulations énergétiques liées à SHP2 
Dans le contexte des SN et SN-LM, les données les plus récentes montrent que SHP2 
pourrait jouer un rôle clé dans la régulation de la balance énergétique et de la fonction 
mitochondriale. Ainsi, l’expression systémique d’un mutant SN-LM induit une dépense 
énergétique accrue ainsi qu’une adiposité réduite (Tajan et al., 2014). De même, l’expression 
d’un mutant SN dans le cerveau résulte en une dépense énergétique augmentée ainsi qu’une 
résistance à l’obésité chez des souris femelles (He et al., 2013). Ces données sont à rapprocher 
du fait que le KO de SHP2 dans des neurones pro-opiomélanomortine (POMC) diminuent la 
dépense énergétique des animaux et génère un phénotype obèse, en lien avec le rôle de SHP2 
dans la réponse à la leptine ((Banno et al., 2010) ; (Zhang et al., 2004)). Cependant, de façon 
contradictoire, l’inactivation de SHP2 dans le foie de souris (KO) conduit à une augmentation 
de la dépense énergétique des animaux ainsi qu’une résistance à l’obésité, attestant de 
processus tissu-spécifiques (Nagata et al., 2012). 
Mécanistiquement, dans des cellules surexprimant des mutants de SHP2, des 
modifications de la respiration mitochondriale ont été documentées ((Lee et al., 2010) ; 
(Zheng et al., 2013)). Par exemple, dans des lymphoblastes issus de patients SN et dans des 
fibroblastes murins portant la mutation D61G associée au SN, on retrouve une augmentation 
de l’activité de la cytochrome C oxydase (Lee et al., 2010). Dans cette même étude, des cellules 
fibroblastiques embryonnaires de souris portant la mutation D61G révèlent entre autres une 
diminution des niveaux d’ATP ainsi que du potentiel de membrane mitochondrial, 
accompagnés d’une augmentation des taux d’espèces réactives de l’oxygène. Ces effets 
pourraient être à rapprocher du fait que, outre sa localisation cytoplasmique connue, SHP2 a 
aussi été décrite comme pouvant être transloquée dans la mitochondrie chez les mammifères 
((Arachiche et al., 2008) ; (Guo et al., 2017) ; (Salvi et al., 2004)).  
Il est aussi intéressant de noter qu’une étude génétique effectuée chez des patients 
atteints du SN et non porteurs de mutations associées à SHP2 a mis en évidence un lien entre 








Tableau 1 : Altérations bioénergétiques dans les Rasopathies (adapté de Dard et al., 2018) 
 
 
Conclusion (chapitre II) : 
 
Pour conclure ce deuxième chapitre, on relève que les mitochondries sont des 
organites au carrefour de plusieurs voies et senseurs métaboliques. Elles permettent la 
gestion des différents substrats en régulant l’homéostasie de la cellule afin de permettre sa 
survie. Ainsi, grâce à son organisation très spécifique en différents complexes de la chaîne 
respiratoire, la mitochondrie est la centrale majoritaire de production de l’ATP, énergie 
utilisable par la cellule. La forme, la dynamique et le nombre de mitochondries s’adaptent 
ainsi en fonction de l’environnement auquel elles sont soumises. En cas de dysfonction 
mitochondriale due à une mutation génique ou bien à un stress, les conséquences 
physiopathologiques sont souvent graves et drastiques telles que des dommages à l’ADN ou 
à plus large échelle, des dysfonctions des organes métaboliquement actifs (cœur, tissu 











CHAPITRE III. Les tissus adipeux : implication dans le 
métabolisme énergétique 
 
En faisant un rapprochement entre l’altération générale du métabolisme énergétique 
et notamment des mitochondries dans les Rasopathies telles que le SN (décrites dans la 
première partie) et la réduction de l’IMC et de l’adiposité dans ces pathologies, il est alors 
finalement important de comprendre l’implication du tissu adipeux dans le métabolisme 
énergétique. 
 
1 Le tissu adipeux blanc 
1.1 Localisation anatomique, composition et différenciation 
- Localisation 
Conservé à travers les espèces eucaryotes pluricellulaires, les dépôts de tissu adipeux 
blanc sont localisés à plusieurs endroits de l’organisme. Chez le mammifère, il existe un tissu 
adipeux de soutien qui est essentiellement un tissu conjonctif, réparti sur tout l’organisme 
(orbites, paumes des mains et plante des pieds, articulations médullaire, etc…). On retrouve 
également du tissu adipeux blanc en position sous-cutanée (inguinal par exemple), c’est-à-
dire qu’il se positionne entre la peau et les muscles, mais aussi en viscéral (péri-gonadique, 
péri-rénal, péri-cardiaque, mésentérique, etc…), qui entoure les viscères (Figure 15).  
 








Le tissu adipeux blanc est un tissu métaboliquement actif, composé d’une multitude de 
types cellulaires. On distingue alors la fraction adipocytaire composée d’adipocytes, cellules 
« graisseuses » stockant les lipides, et la fraction stromale vasculaire (Figure 16).  
L’adipocyte blanc est le type cellulaire majoritairement retrouvé au sein de dépôts adipeux 
blancs. Son volume est occupé à 95% par une vacuole lipidique, qui permet le stockage des 
lipides sous forme de triglycérides. Selon le besoin énergétique de la cellule variant avec le 
contexte environnemental, la taille de la cellule peut varier de 20 à 200 μm de diamètre, 
notamment grâce à la présence de protéines de type périlipines, situées sur la membrane de 
la vacuole lipidique ((Fujimoto et Parton, 2011) ; (Kimmel et Staryld, 2014) ; (Lee et al., 2013)). 
La fraction stroma-vasculaire représente la totalité des cellules autres que des adipocytes 
au sein d’un dépôt adipeux. Elle est composée alors d’érythrocytes et de cellules vasculaires, 
de cellules immunitaires et de progéniteurs adipocytaires définies comme étant des cellules 















Afin de devenir un adipocyte, les progéniteurs adipocytaires subissent un processus 
d’adipogenèse selon une première étape irréversible de détermination du devenir cellulaire 
suivi d’une seconde phase de différenciation adipocytaire (Figure 17). L’adipogenèse est 
régulée par une activation séquentielle de plusieurs acteurs moléculaires ayant chacun un rôle 
temporel clef dans ce processus. Ainsi, la première étape de détermination est caractérisée 
par une prolifération cellulaire intense. Elle peut notamment s’effectuer grâce à des protéines 
appartement aux familles des Bone Morphogenetic Proteins (BMP2) (Hata et al., 2002) ou des 
Zinc Finger Proteins (ZFP423) (Gupta et al., 2012). Après cette étape de détermination, les 
progéniteurs ont considérablement réduit leurs potentialités et sont devenus des pré-
adipocytes avec un programme d’expression génique spécifique aux adipocytes. La deuxième 
étape de l’adipogenèse consiste alors à ce que les fibroblastes pré-adipocytaires se 
développent en adipocytes matures. Ce processus implique une cascade d’activation de 
facteurs de transcription afin d’effectuer une phase de différenciation durant laquelle 
l’adipocyte accumule des lipides pour former une gouttelette lipidique unique en fin 
d’évolution. Pour ce faire, la phase précoce de différenciation est permise par l’expression de 
facteurs de transcription de la famille C/EBP (C/EBPβ et C/EBPδ), des Kruppel like factors (KLF), 
de ADD1/SREBP1 et du marqueur Pref1 (pré-adipocyte factor1). En aval de l’induction de ces 
facteurs, la phase tardive de la différenciation adipocytaire a lieu grâce aux régulateurs 
majeurs de cette dernière étape que sont C/EBPα et PPARγ. On retrouve ainsi une 
augmentation de l’expression de protéines nécessaires à la synthèse d’acides gras 
(lipogenèse) et du métabolisme adipocytaire comme la FAS, la LHS, aP2 ou GLUT4 par exemple 
(cf. Chapitre III, 1.2.). Cette phase tardive de différenciation est caractérisée in vitro par une 
inhibition de contact ce qui cause un arrêt de la prolifération cellulaire ((Rosen et al., 2000) ; 













Très récemment, quelques travaux de séquençage d’ARN en « single-cell » ont 
précisément permis d’identifier des populations cellulaires distinctes présentes dans les 
dépôts adipeux, aux potentialités différentes chez la souris et chez l’humain. Ces travaux 
participent alors à l’identification de mécanismes contrôlant l’activité des précurseurs 
adipocytaires.  En l’occurrence, on peut par exemple citer une étude dans laquelle les auteurs 
montrent que le marqueur DPP4 (dipeptyl peptidase-4-expressing) est exprimé par des 
cellules multipotentes prolifératives et résistantes à la différenciation adipocytaire. Cette 
population donne alors lieu à deux populations pré-adipocytaires partageant des similitudes 
(ICAM1+ et CD142+/Clec11a+). De façon intéressante, une suppression de cellules DPP4+ au 
sein d‘un dépôt viscéral est associée à une obésité et une insulino-résistance (Merrick et al., 
2019). Une autre étude montre l’existence d’une nouvelle population (« Aregs » ó 
CD142+/ABCG1+) capable d’inhiber de façon paracrine la différenciation adipocytaire in vivo 
et in vitro (Schwalie et al., 2018).  
 
Figure 17 : Cascade de différenciation adipocytaire blanche 
 
1.2 Fonctions métaboliques 
- Stockage des acides gras  
Outre son rôle d’isolant physique et thermique, le tissu adipeux blanc est la source 
majeure de stockage énergétique de l’organisme. Cette énergie est une réserve de lipides qui 
est gérée par un équilibre entre deux routes métaboliques que sont l’apport lipidique et la 






lipidique (Frayn, 2002). Pour répondre à cela, l’adipocyte exprime des gènes impliqués dans 
la régulation du métabolisme de stockage et d’utilisation des acides gras, en particulier la 
famille des PPARs, co-activées par des co-facteurs transcriptionnels de type PGC1 (Poulsen et 
al., 2012) ; (Tiraby et Langin, 2005). 
Dans l’adipocyte, les lipides sont stockés sous forme de triacylglycérol (TAG) empaqueté 
dans des gouttelettes lipidiques. Ce TAG est composé de trois molécules d’acides gras et d’une 
molécule de glycérol. Chez le mammifère et essentiellement chez l’Homme, les réserves de 
lipides dans l’adipocyte proviennent de la circulation sanguine. Ces lipides peuvent aussi 
provenir de la recaptation d’acides gras libres non estérifiés, liés à l’albumine pour leur 
transport, provenant du tissu adipeux lui-même (ó cycle futile de Lipolyse/Re-captation 
d’acides gras). Cependant, ils sont majoritairement issus du TAG contenu dans des 
lipoprotéines sanguines (chylomicrons ou VLDL) fabriquées à partir de l’intestin et du foie. 
Etant données que les lipoprotéines transportant le TAG sont trop volumineuses pour 
pénétrer à travers les capillaires sanguins bordant le tissu adipeux, une lipoprotéine lipase 
(LPL) est synthétisée et sécrétée par l’adipocyte pour hydrolyser ces lipoprotéines au niveau 
de la lumière des capillaires sanguins. Les acides gras non estérifiés issus de cette réaction 
enzymatique peuvent alors entrer dans l’adipocyte grâce à des transporteurs spécifiques. Ces 
acides gras seront alors entre autres convertis en acyl CoA par l’acyl CoA synthétase pour être 
dirigé vers des voies métaboliques telles que la b-oxydation mitochondriale ou notamment 
participer à la synthèse du stock de TAG de l’adipocyte ((Schaffer, 2002) ; (Lafontan et Langin, 














 Chez les eucaryotes pluricellulaires, le TAG est synthétisé à partir de l’acyl CoA grâce à 
deux voies : la voie du glycérol phosphate, utilisée par la majorité des types cellulaires, et la 
voie du monoacylglycérol, plutôt au niveau intestinal. Ainsi, en ce qui concerne la voie du 
glycérol phosphate dans l’adipocyte, la première étape consiste à ce que l’acyl CoA 
adipocytaire dérivé des lipoprotéines circulantes subisse une transformation en TAG grâce à 
plusieurs intermédiaires et enzymes pour être stockés dans les gouttelettes lipidiques 









Figure 19 : Production du TAG avec estérification des acides gras 
 
 Chez le rongeur, une synthèse lipidique intrinsèque à l’adipocyte (et à l’hépatocyte), 
appelée lipogenèse de novo, peut également avoir lieu à partir de précurseurs non lipidiques 
issus du glucose. Néanmoins, chez l’Homme, elle est négligeable dans l’adipocyte (Diraison et 
al., 2003). Puisque ces travaux de thèse ont essentiellement été effectués sur modèle murin, 
il apparaît essentiel de mentionner cette voie (Figure 20). Par conséquent, lorsque le glucose 
entre dans l’adipocyte par son transporteur constitutif (GLUT1) ou recruté à la membrane de 
la cellule par un signal insulinique (GLUT4), il est pris en charge par la glycolyse pour être 
transformé en pyruvate. Puis, en entrant dans la mitochondrie, le pyruvate est pris en charge 
par le cycle de KREBS. Le citrate du cycle de KREBS peut sortir de la mitochondrie par un 
système de navette et est ensuite transformé en palmitate par plusieurs enzymes. Après une 
série de réactions, le palmitate est converti en acides gras qui pourront être estérifiés en TAG 









Figure 20 : Lipogenèse de novo 
 
- Production des acides gras : lipolyse 
En cas de besoin énergétique comme une période de jeûne ou un exercice physique, 
les lipides du tissu adipeux peuvent être mobilisés grâce au processus de lipolyse en réponse 
à de multiples stimuli connus incluant principalement une stimulation du système nerveux 
sympathique via les catécholamines (adrénaline, noradrénaline) ou par des peptides 
natriurétiques (ANP, BNP). Cependant, plusieurs autres effecteurs lipolytiques existent (Figure 
21). 
De façon générale, bien que des variations inter-espèces sont à prendre en 
considération, l’action d’agonistes aux récepteurs couplés aux protéines Gs (exemple : 
catécholamines sur des récepteurs β-adrénergiques) active l’adénylate cyclase (AC) qui induit 
une augmentation des taux intracellulaires d’AMPc dans l’adipocyte. La protéine kinase A 
(PKA) prend ensuite le relais pour participer à la phosphorylation de protéines cibles incluant 
des protéines associées aux gouttelettes lipidiques ou bien des enzymes lipolytiques. A 
l’inverse, en activant un récepteur couplé à une protéine Gi, les agonistes α2-adrénergiques, 






anti-lipolytique ; l’insuline est également connue pour inhiber l’action de la LHS, enzyme clef 
de la lipolyse. 
 De façon similaire aux récepteurs couplés à la protéine Gs, les peptides natriurétiques 
qui agissent sur des récepteurs spécifiques provoquent une hausse de l’activité de la guanylate 
cyclase (GC), de la GMPc et de la PKG permettant également la phosphorylation d’acteurs 
enzymatiques de la lipolyse ((Duncan et al., 2007) ; (Pagnon et al., 2012)). 
 
 
Figure 21 : Inducteurs de lipolyse 
Durant la lipolyse, une molécule de TAG contenue dans les gouttelettes de l’adipocyte 
est hydrolysée en trois molécules d’acides gras libres et en une molécule de glycérol. Cela est 
notamment permis grâce à l’action de trois enzymes lipases qui ont une action coordonnée et 
séquentielle (ATGL, LHS, MGL) (Figure 22). Ces métabolites seront ensuite transportés par la 
circulation sanguine et fournis aux autres tissus. Certains acides gras libres pourront aussi être 







De façon intéressante, selon la localisation du dépôt adipeux, des différences de 
régulation de la lipolyse ont été démontrés. Une cohorte de femmes de poids normal montre 
par exemple que les adipocytes viscéraux ont une plus grande capacité de réponse aux stimuli 





Figure 22 : Détails moléculaires de la lipolyse 
 
 
1.3 Autres fonctions (soutien, isolation, endocrine) 
 
En plus de son rôle métabolique, une fonction importante du tissu adipeux blanc est celle 
d’une isolation thermique et physique de l’environnement extérieur. Néanmoins, au cours de 
ces dernières années, des équipes de recherche ont mis en évidence un rôle bien plus 
complexe que celui d’isolant du tissu adipeux blanc. Ce tissu, considéré aujourd’hui comme 
un organe endocrine à part entière, sécrète en effet plusieurs types d’hormones appelées 
adipokines telles que la leptine ou encore l’adiponectine, essentielles au bon fonctionnement 








 Chez les mammifères, le tissu adipeux se forme in utéro puis tout au long de la vie. La 
masse adipeuse comprend à la fois la taille et le nombre d’adipocytes. Lors de l’enfance et 
l’adolescence, le nombre d’adipocytes généré augmente (hyperplasie) pour atteindre un 
nombre fixe à l’âge adulte (Berry et al., 2013). Par conséquent, un gain ou une perte de poids 
génère une modification du volume adipocytaire (hypertrophie). Le tissu adipeux est 
également confronté à un renouvellement d’un certain pourcentage d’adipocytes à partir de 
cellules progénitrices. Chez l’humain, il a été montré qu’il existait un renouvellement des 
adipocytes de 8,4% par an. (Spalding et al., 2008). Cependant, chez la souris jeune adulte, le 
renouvellement des adipocytes est plus rapide et est estimé à environ 1-5% par jour 
(Rigamonti et al., 2011). 
 
1.5 Territorialité et dysmorphisme sexuel 
 
De façon tout à fait remarquable, les dépôts sous-cutanés et viscéraux ont une 
morphologie et une fonctionnalité différente. Il existe des différences liées au genre avec une 
prépondérance du tissu adipeux viscéral chez l’homme alors que la femme possède plus de 
tissu adipeux sous-cutané. Par ailleurs, des coupes histologiques de tissu adipeux sous-cutané 
révèlent une taille adipocytaire plus petite. Il a aussi un renouvellement adipocytaire plus 
élevé que le tissu adipeux viscéral. Les dépôts sous-cutanés et viscéraux répondent 
différemment à des stimuli extérieurs (Berry et al., 2013). Par exemple, il existe une réponse 
plus élevée aux catécholamines du tissu adipeux viscéral induisant une forte mobilisation des 
acides gras. L’activité des récepteurs adrénergiques en réponse aux catécholamines est en 
effet différente entre ces deux dépôts. Les récepteurs β-adrénergiques sont plus actifs dans 
les adipocytes viscéraux que sous-cutanés alors que les récepteurs α2-adrénergiques qui 
freinent la mobilisation des acides gras sont moins sensibles dans les cellules adipeuses 
viscérales (Wahrenberg et al., 1989). Si le processus de déstockage des acides gras du tissu 
adipeux est trop intense dans des cas d’accumulation excessive de tissu adipeux viscéral 
comme chez l’obèse, il y a une augmentation du risque de complications cardiovasculaires 






veine porte peut provoquer une hypertension, une hyperlipidémie et une intolérance au 
glucose ((Shi et Clegg, 2009) ; (White et Tchoukalova, 2014)). De plus, l’expression de 
cytokines pro-inflammatoires pouvant participer au processus d’inflammation systémique et 
de résistance à l’insuline associée est augmentée dans le tissu adipeux viscéral (Lee et al., 
2013). L’activité d’une protéine (LPL) permettant le transport d’acides gras de la circulation 
sanguine vers l’adipocyte a aussi été montrée comme étant augmentée dans le tissu adipeux 
viscéral, favorisant une accumulation de graisse (Boivin et al., 2007). 
2 Le tissu adipeux brun 
2.1 Localisation anatomique, composition et différenciation 
- Localisation  
Le tissu adipeux brun est un tissu présent chez les mammifères et les nouveau-nés, bien 
qu’il ait été montré plus récemment comme persistant chez l’adulte. Il se localise à différents 
endroits selon l’espèce et l’âge (Figure 23). On le retrouve par exemple en position 
interscapulaire, péri-rénale et au niveau de la nuque chez le nouveau-né alors que les dépôts 
majoritaires chez l’Homme adulte se retrouvent en supra-claviculaire. Chez les rongeurs, les 
zones de tissu adipeux brun sont plus étendues puisqu’ils exposent des dépôts 
interscapulaires, péri-rénaux, cervicaux et axillaires (Harms et Seale, 2013). 
 
 
Figure 23 : Localisations du tissu adipeux brun chez l’Homme et chez la souris (adapté 








A l’image du tissu adipeux blanc, le tissu adipeux brun est composé d’adipocytes bruns et 
d’une fraction stomale-vasculaire. Les adipocytes bruns sont des cellules dites multiloculaires 
de par la présence de leurs nombreuses gouttelettes lipidiques et sont caractérisés par un 
noyau localisé en position centrale de la cellule (Figure 24). La fonction la mieux décrite des 
adipocytes bruns est d’être responsables du phénomène de thermogenèse mitochondriale 
(cf. Chapitre II, 3.2). 
 
 
Figure 24 : Composition de l’adipocyte brun 
 
- Différenciation 
Les adipocytes bruns sont dérivés d’une population de progéniteurs mésodermiques 
embryonnaires étant également à l’origine des cellules musculaires squelettiques. Ces 
progéniteurs sont caractérisés par l’expression transitoire des marqueurs Myf5 et Pax7. Puis, 
lorsque le précurseur adipogénique brun émerge de la détermination, EBF2 et PPARγ 
coopèrent pour induire l’expression de Prdm16 et ainsi conduire à un devenir adipocytaire 
brun (Harms et Seale, 2013). A l’issue de ce programme de différenciation adipogénique 
brune, les adipocytes bruns expriment un panel de gènes similaires aux adipocytes blancs 
matures (aP2, adiponectine ou PPARγ) mais aussi, des gènes permettant de supporter le 






et lipidiques. Des études transcriptomiques montrent effectivement une signature spécifique 
des adipocytes bruns qui est notamment constituée d’une protéine découplante capitale 
(UCP1), d’un regulateur majeur du métabolisme des acides gras (PPARα), d’un agent 
remodelant des gouttelettes lipidiques (Cidea), d’une hormone du métabolisme de la thyroïde 
(Dio2), d’une élongase des acides gras (Elovl3), d’un inducteur de la biogenèse mitochondriale 
(PGC1α), d’un acteur du transport des acides gras (Cpt1b) ainsi que des gènes codant des 





Figure 25 : Cascade de différenciation adipocytaire brune 
 
 
2.2 Fonction thermogénique 
Contrairement au tissu adipeux blanc qui a un rôle majeur de stockage énergétique, le 
tissu adipeux brun utilise principalement sa source lipidique pour effectuer un processus de 
thermogenèse. Il est décrit comme étant un avantage lié à l’évolution des espèces, 
notamment pour permettre la survie et l’activité durant les périodes nocturnes ou froides 
ainsi qu’au changement thermique subit lors de la naissance (Cannon et Nedergaard, 2004).  
Pour ce faire, les adipocytes bruns possèdent un grand nombre de mitochondries qui sont 
à l’origine de la production de chaleur, notamment grâce à la protéine découplante UCP1 (cf. 
Chapitre II, 3.2), et qui affichent une forte concentration en cytochromes, responsables de la 






2.3 Activation du tissu adipeux brun 
En 1976, Ricquier et Kader observent une augmentation réversible de la masse 
mitochondriale provenant d’adipocytes bruns de rats exposés au froid, corrélée à une 
biosynthèse protéique, notamment au niveau de la membrane interne mitochondriale 
(Riquier et Kader, 1976).  
Dans les adipocytes bruns, la thermogenèse est stimulée entre autres par le système 
nerveux sympathique et en particulier, par la noradrénaline. Une fois que la noradrénaline est 
libérée par les afférences sympathiques, elle interagit avec différents types de récepteurs 
adrénergiques. On peut noter que l’activation du récepteur β3-adrénergique est la plus 
significative. S’en suit alors l’activation d’une voie de signalisation intracellulaire en aval du 
récepteur β3-adrénergique couplé à la protéine Gs avec activation de l’adénylate cyclase et 
augmentation des concentrations d’AMPc. L’AMPc peut ensuite activer la libération d’acides 
gras par la lipolyse, notamment utilisés par UCP1, mais l’AMPc active également la PKA, elle-
même responsable de la phosphorylation de la P38-MAPK, aboutissant à la transcription 
nucléaire de facteurs impliqués in fine dans la synthèse de protéines thermogéniques telles 
qu’UCP1 ((Cannon et Nedergaad, 2004) ; (Cao et al., 2004) ; (Harms et Seale, 2013)) (Figure 
26). Cependant, il a été montré qu’une délétion spécifique de l’enzyme lipolytique ATGL dans 
le tissu adipeux brun altérait la lipolyse sans compromettre l’activation de la thermogenèse 
non frissonnante en réponse au froid ou à une stimulation β3-adrénergique. Ceci suggère une 
utilisation d’acides gras provenant de voies alternatives (acides gras circulants issus de 









Figure 26 : Régulation adrénergique du tissu adipeux brun (adapté de Cao et al., 2004) 
 
La régulation de la protéine thermogénique UCP1 consiste en une interaction compétitive 
entre les acides gras et les purines (ATP, ADP, GTP, GDP). Cette interaction suffit à empêcher 
le passage des protons à travers UCP1. De façon intéressante, la concentration totale en 
purines est moindre dans les adipocytes bruns que dans les adipocytes blancs. Néanmoins, 
lorsque les acides gras à longue chaîne sont élevés dans le milieu, la compétition avec les 
purines est abolie et UCP1 est alors régulée positivement. Il a d’ailleurs été montré que sous 
stimulation adrénergique, les taux de purines présents dans les adipocytes thermogéniques 
diminuaient et que cette modulation favorisait l’activité d’UCP1 ((Fromme et al., 2018) ; 
(Chouchani et Kajimura, 2019)). Par ailleurs et au niveau du tissu adipeux brun, les espèces 
réactives de l’oxygène mitochondriales modifient le résidu cystéine 253 sur UCP1, ce qui 
change alors sa structure en défaveur de l’action inhibitrice des purines et favorisant ainsi 
l’activité thermogénique d’UCP1 (Chouchani et al., 2016). De plus, l’accumulation d’un 






oxydation au niveau de la succinate déhydrogénase. Cette augmentation de succinate est 
alors responsable d’une thermogenèse dépendante d’UCP1 (Mills et al., 2018). 
3 Le tissu adipeux beige 
3.1 Localisation anatomique, composition et apparition 
- Localisation 
Au cours des années 1980, plusieurs équipes de recherche relatent dans certaines 
conditions environnementales ou physiologiques la présence de cellules inhabituellement 
observées au sein du tissu adipeux blanc. Par exemple, une étude montre la présence d’un 
dépôt adipeux brun dans un tissu adipeux blanc de souris soumise au froid. (Young et al., 
1984). A mi-chemin entre le tissu adipeux blanc et brun, ce tissu a ainsi été appelé tissu 
adipeux beige. 
On peut aussi noter que les dépôts adipeux sous-cutanés de rongeurs ont une plus forte 
tendance à exprimer des marqueurs bruns/beiges comme UCP1 par rapport au tissu adipeux 
viscéral (Cousin et al., 1993). Dernièrement, le même groupe de recherche a observé une 
régionalisation structurelle et fonctionnelle de ce phénomène de beigisation au sein du dépôt 




Figure 27 : Régionalisation de la beigisation au sein du dépôt adipeux sous-cutané inguinal 








 Les adipocytes beiges ont pour particularité d’être plus foncés que les adipocytes 
blancs. Ils ont en effet un contenu très dense en mitochondries associé à des gouttelettes 
lipidiques multiloculaires, contrairement aux adipocytes blancs, mais surtout, ces cellules 
expriment des gènes impliqués dans la thermogenèse non-frissonnante, qui sont en partie les 
mêmes que ceux exprimés par les adipocytes bruns. Étant donnée leur localisation intrinsèque 
aux dépôts adipeux blancs, les adipocytes beiges sont entourés de la même fraction stromale-
vasculaire que les adipocytes blancs (Figure 28). 
 Phénotypiquement, des travaux montrent que l’activation du tissu adipeux brun par la 
noradrénaline induit une morphologie mitochondriale fissionnée des adipocytes bruns, 
dépendante de la protéine DRP1, essentielle au découplage mitochondrial (Wikstrom et al., 
2014). D’autre part, dans une lignée de cellules souches multipotentes dérivées de tissu 
adipeux humain (lignée hMADS) trans-différenciée en adipocytes beiges (cf. « apparition : 
différenciation vs trans-différenciation »), une étude montre que leurs mitochondries 
présentent une morphologie fissionnée avec une augmentation de l’activité de la protéine de 
fission DRP1. Il est important de noter que dans ce modèle d’adipocytes beiges humains, la 











- Apparition : Différenciation vs Trans-différenciation 
 Par ailleurs, quelques études montrent que les adipocytes beiges pourraient émerger 
de deux mécanismes distincts (Figure 29).  
Le premier est celui selon lequel l’adipocyte beige apparaît de novo à partir d’un 
précurseur pré-adipocytaire qui se différencie en adipocyte beige si les signaux qu’il reçoit ont 
pour rôle d’exprimer des gènes thermogéniques. Des travaux chez le rat utilisant le 5-
bromodeoxyuridine pour identifier les cellules ayant subi une mitose durant un traitement 
inducteur de beigisation montrent que la plupart des cellules multiloculaires marquées avec 
ce marqueur mitotique dérivent des cellules déjà présentes dans le tissu adipeux blanc 
(Himms-Hagen et al., 2000). Une autre étude plus récente appuie ces observations puisqu’un 
système de marquage LacZ inductible et permanent des adipocytes matures chez la souris a 
permis de mettre en évidence que lors d’une activation de la beigisation par un facteur 
spécifique, la majorité des cellules beiges ayant acquis l’expression d’UCP1 dans le dépôt 
adipeux sous-cutané ne possèdent pas de marquage LacZ. Par conséquent, cela signifie que 
les adipocytes beiges dérivent d’une population de précurseurs beiges préexistants dans ce 
dépôt adipeux (Wang et al., 2013). Durant cette différenciation beige, on note l’intervention 
des co-activateurs de transcription Prdm16 ou PGC1α, permettant notamment l’expression 
de PPARγ qui rend possible l’expression d’acteurs impliqués dans la thermogenèse et le 
phénotype brun/beige. Des études de traçage d’adipocytes beiges montrent alors que ces 
adipocytes dérivent de précurseurs exprimant les facteurs Sma, Myh11, Pdgfrα ou Pdgrfβ 
(Ikeda et al., 2018). Enfin, une étude récente chez la souris de séquençage en « single-cell » a 
montré entre autres qu’un traitement avec un agoniste β3-adrénergique induisait une 
augmentation de cellules souches adipeuses en prolifération dans un dépôt viscéral, qui se 
différencieront ensuite en adipocyte bruns/beiges (Burl et al., 2018). 
 La deuxième possibilité d’apparition d’adipocytes beiges est le mécanisme de trans-
différenciation des adipocytes blancs matures sous l’effet environnemental (froid, 
catécholamines, etc…). Parmi d’autres travaux, une observation montre la capacité des 
adipocytes blancs uniloculaires à se convertir en adipocytes beiges en réponse à ces 
inducteurs de beigisation. L’étude en question chez la souris explique que le nombre 
d’adipocytes beiges est significativement augmenté d’environ la même quantité que celle 






stimulation au froid, le tissu adipeux blanc inguinal murin subissait une conversion de ses 
adipocytes en phénotype beige, réversible au bout de cinq semaines à température ambiante 
(Rosenwald et al., 2013). Une autre étude montre, par une stratégie de traçage d’adipocytes 
matures et après exposition au froid, que les nouveaux adipocytes beiges apparaissant dans 
le tissu adipeux blanc inguinal murin sont dérivés d’adipocytes blancs uniloculaires (Lee et al., 
2014). De façon intéressante, il existe in vitro la possibilité de trans-différencier une lignée de 
cellules souches multipotentes dérivées de tissu adipeux humain (hMADS) en adipocytes 
beiges grâce à la rosiglitazone, un agoniste de PPARγ (Barquissau et al., 2016). 
 Quel que soit le mode de formation de l’adipocyte beige différencié, il possède très 
majoritairement les caractéristiques des adipocytes bruns, avec très peu de différences d’un 
point de vue génique. Comme chez les adipocytes blancs et bruns matures, les adipocytes 
beiges présentent des niveaux similaires d’expression de gènes adipogéniques blancs tels que 
aP2, adiponectine ou PPARγ. Par contre, sous stimulation à la forskoline activant l’AMPc, les 
cellules beiges répondent par induction de l’expression génique d’UCP1 atteignant des 
niveaux comparables à ceux observés dans le tissu adipeux brun (Wu et al., 2012). Par ailleurs, 
mise à part la fonction de thermogenèse liée au découplage mitochondrial, l’adipocyte beige 
a sa propre signature génique, différente de celle des adipocytes bruns, avec notamment une 
expression génique accrue de Klhl13, Tmem26, CD137, Ear2 ou encore Tbx1. Aussi, les niveaux 
d’expression de gènes comme Cidea (favorise l’oxydation des acides gras libres) ou PGC1α 
(biogenèse mitochondriale, transcription d’UCP1) sont également induits dans les adipocytes 
beiges (Wu et al., 2012). De plus, Elovl3, permet de repeupler la perte d’acides gras induite 
par le métabolisme accru de l’adipocyte thermogénique en catalysant la formation d’acides 
gras à très longue chaîne. De façon intéressante, l’étude de Wu et ses collaborateurs montre 
que la signature génique retrouvée dans les adipocytes beiges murins était très similaire à 







Figure 29 : Origines, étapes et marqueurs de différenciation beige 
 
3.2 Fonction thermogénique (UCP1 dépendante et indépendante) 
Comme pour le tissu adipeux brun, le rôle principal des adipocytes beiges est leur 
fonction thermogénique grâce au découplage mitochondrial, et notamment via UCP1. Il est 
important de noter que la quantité protéique d’UCP1 dans le tissu adipeux blanc lors d’une 
adaptation au froid par exemple reste faible (10% de la quantité retrouvée dans le tissu 
adipeux brun), même si l’induction des transcrits est conséquente. Néanmoins, l’induction de 
l’ARNm d’UCP1 est maximale quelques heures après la stimulation au froid et revient ensuite 
à un taux basal alors que la protéine UCP1 n’est induite que bien après. Il apparaît alors que 
la capacité thermogénique de ce tissu réside dans la quantité protéique d’UCP1 et non pas 
dans l’induction transitoire des transcrits (Nedergaard et Cannon, 2013). De manière 
surprenante, les protéines découplantes ne sont pas les seules responsables de la 
thermogenèse mitochondriale dans le tissu adipeux. Il a effectivement été démontré qu’il 
existait une biogenèse mitochondriale associée à la beigisation chez des souris dépourvues de 
la protéine UCP1. De plus, par des expériences de patch clamp sur mitochondries isolées à 






mitochondriale ont été mises en évidences ; dans le tissu adipeux brun et inguinal, la fuite des 
protons a lieu de façon dépendante d’UCP1 alors que dans le tissu adipeux épidydymaire, elle 
a lieu en majorité indépendamment d’UCP1. Les adipocytes beiges n’étant pas dépendants de 
la protéine UCP1 pour la thermogenèse ont néanmoins la même morphologie que les autres 
adipocytes beiges (Bertholet et al., 2017). 
Mécanistiquement, il existe un cycle futile de la créatine au niveau de l’espace inter-
membranaire de la mitochondrie qui permet d’hydrolyser un excès d’ATP résultant d’un 
surplus de consommation d’oxygène au niveau de la chaîne de transport des électrons. Dans 
le tissu adipeux beige, des analyses protéomiques ont identifié une signature spécifique selon 
laquelle la créatine augmente la respiration mitochondriale de ce tissu (Kazak et al., 2015). Par 
ailleurs, il a été montré que l’élévation du cycle du calcium au niveau du réticulum 
endoplasmique, via l’activation de récepteurs α1 et β3 adrénergiques ou du système 
SERCA2b-RyR2, stimulait la thermogénèse indépendante d’UCP1 dans des adipocytes beiges 
((Ikeda et al., 2017) ; (Chouchani et Kajimura, 2019)). 
 
3.3 Inducteurs de la thermogenèse adipocytaire beige 
 L’apparition des adipocytes beiges peut être induite de diverses façons. Chez l’humain, 
quelques études révèlent l’existence du processus de beigisation, notamment au sein du tissu 
adipeux sous-cutané lors d’une situation post-traumatique de brûlure induisant un stress 
chronique adrénergique (Sidossis et al., 2015). Une autre étude met en évidence que douze 
semaines d’exercice physique à raison de trois jours par semaine chez des personnes non 
diabétiques permet d’induire une signature génique beige dans leur tissu adipeux blanc 
abdominal sous-cutané (Otero-Díaz et al., 2018). En opposition, des travaux aussi récents 
soulèvent une disparité de localisation du processus de beigisation entre l’humain et la souris. 
En effet, l’expression génique propre aux adipocytes beiges est plutôt prépondérante au 
niveau des dépôts adipeux viscéraux chez l’humain, contrairement à la souris dans laquelle 
ces gènes sont induits dans les dépôts adipeux sous-cutanés (Zuriaga et al., 2017). Il est 
cependant important de noter que le tissu adipeux péri-épididymaire utilisé dans cette étude, 






- Le froid, le tonus adrénergique et les peptides natriurétiques 
 Le froid est un régulateur majeur de la thermogenèse adipocytaire. Il stimule 
notamment les thermorécepteurs de la peau qui transmettent alors un signal de « défense » 
par le système nerveux sympathique afin de préserver une température constante au sein de 
l’organisme. Ainsi, les terminaisons nerveuses sympathiques libèrent des catécholamines 
pour activer les récepteurs β-adrénergiques localisés sur les adipocytes bruns ou blancs (qui 
deviendront beiges). L’utilisation d’agonistes des récepteurs β-adrénergiques peut également 
induire ce phénomène (Harms et Seale, 2013). Le froid ou encore la restriction calorique sont 
aussi connus pour induire une libération de catécholamines par les macrophages de type anti-
inflammatoires ((Nguyen et al., 2011) ; (Fabbiano et al., 2016)). Cependant, ce mécanisme 
d’induction de la beigisation via les macrophages reste très controversé puisqu’une étude de 
2017 contredit ce mode de fonctionnement (Fischer et al., 2017). Plusieurs types de signaux 
en aval de la PKA peuvent alors entrer en jeu tels que la phosphorylation de la protéine CREB 
ou de la protéine P38 par exemple pour induire un programme génique d’expression d’acteurs 
de la thermogenèse mitochondriale incluant UCP1. P38 phosphoryle/active Atf2 et PGC1α 
pouvant alors se lier à l’ADN en interagissant avec des co-activateurs de transcription ou des 
récepteurs nucléaires pour induire l’expression d’UCP1 ou de PGC1α lui-même (Harms et 
Seale, 2013). Les signaux intracellulaires en aval des récepteurs β-adrénergiques sont 
cependant multiples et il apparaît par exemple que l’activation de mTORC1 est essentielle à 
la stimulation de la beigisation du tissu adipeux (Liu et al., 2016). 
 Les peptides natriurétiques provenant du cœur (type ANP et BNP), libérés en cas de 
déficience cardiaque ou d’hypertension, sont également impliqués dans le processus de 
beigisation du tissu adipeux blanc. Ainsi, à travers un mécanisme similaire à la réponse aux 
catécholamines via la cascade « AC-AMPc-PKA », les peptides natriurétiques activent la 
guanylate cyclase (GC) ce qui permet d’accroître les taux de GMPc intracellulaires ainsi que la 
PKG. Cela permet alors l’expression de gènes thermogéniques de manière dépendante de la 








- Autres signaux inducteurs 
 Plus récemment, plusieurs études mettent en évidence une multitude d’autres signaux 
capables d’induire ce phénomène de beigisation du tissu adipeux blanc au sein duquel des 
adipocytes beiges font surface (Figure 30). Par exemple, le facteur de croissance FGF21 
produit par le foie (Fisher et al., 2012), les hormones thyroïdiennes T4/T3 (Martínez-Sánchez 
et al., 2016), l’hormone circulante irisine (cible de PGC1α) produite par le muscle squelettique 
lors d’un exercice physique (Bostrӧm et al., 2012), certaines protéines de la famille des Bone 
Morphogenetic Proteins (type BMP8b) (Whittle et al.,2012) ou encore les espèces réactives 
de l’oxygène mitochondriales (Chouchani et al., 2016) peuvent induire de la thermogenèse 
par les adipocytes. 
 
 
Figure 30 :  Inducteurs de beigisation (adapté de Harms et Seale, 2013) 
Outre l’induction de ce phénomène par des conditions environnementales ou 
physiologiques multiples afin de préserver une homéostasie thermique de l’organisme, la 







4 Rôle des tissus adipeux dans la régulation du métabolisme énergétique 
De façon générale, un des rôles majeurs du tissu adipeux est de fournir des lipides en 
situation de besoin énergétique. Outre cette capacité et notamment à travers ses sécrétions 
ou sa capacité thermogénique (pour les tissus adipeux beige et brun), il participe aussi 
activement à la régulation du métabolisme énergétique. 
 
4.1 Rôles du tissu adipeux dans l’obésité, l’insulino-résistance, les lipodystrophies et le 
cancer 
Pour la plupart d’entre elles, les adipokines sécrétées par le tissu adipeux sont 
bénéfiques à la sensibilité à l’insuline ou l’inflammation. Par exemple, chez des souris obèses 
et insulino-résistantes, l’apeline restore leur tolérance au glucose et stimule l’utilisation du 
glucose (Dray et al., 2008). Par ailleurs, la baisse de l’adiponectine associée à une lipoatrophie 
ou à l’obésité génère une insulino-résistance et à l’inverse, sa présence réverse cette insulino-
résistance en diminuant le contenu en triglycérides dans le muscle et le foie de souris obèses 
ou lipoatrophiques (Yamauchi et al., 2001).  
D’autre part, il existe une famille de syndromes lipodystrophiques, caractérisés par une 
déficience de la masse adipeuse, résultant d’un stockage ectopique de lipides dans le foie, les 
muscles ou dans d’autres organes et créant une insulino-résistance. Cela conduit alors à une 
hypertriglycéridémie ou encore au diabète. On note aussi des complications majeures 
associées aux lipodystrophies telles qu’une hyperphagie, des dysfonctions rénales ou encore 
des anomalies cardiaques telles que de l’hypertension ou des arythmies (Brown et al., 2016). 
Par ailleurs, il est également important de noter que les adipocytes peuvent constituer 
un réservoir énergétique pour la progression tumorale. Il a en effet été montré en 2016 que 
les adipocytes entourant la prostate communiquaient par l’intermédiaire de la chimiokine 
CCL7) et supportaient directement la migration de cellules cancéreuses prostatiques, et ce, de 








4.2 Cas de la leptine 
Dans le cadre de cette thèse, il est capital de détailler les fonctions de l’une d’entre 
elles impliquée étroitement dans la régulation de l’homéostasie énergétique : la leptine. 
 La leptine est une hormone majoritairement sécrétée par le tissu adipeux blanc. Ses 
rôles les plus connus sont d’une part de réguler la prise alimentaire en ayant une action 
centrale satiétogène, et d’autre part, d’augmenter la dépense énergétique globale (Farooqi 
et al., 2014). Pour ce faire, la leptine agit sur ses récepteurs sur les neurones hypothalamiques 
ce qui induit une signalisation intracellulaire. Les récepteurs à la leptine sont une famille 
d’isoformes classés en formes courtes (OB-Ra, OB-Rc, OB-Rd, OB-Rf), longue (OB-Rb) ou 
sécrétée (OB-Re). La fonction des formes courtes est moins bien comprise que celle d’OB-Rb. 
Mécanistiquement, les voies JAK-STAT ou RAS-MAPK (par une phosphorylation d’ERK1/2) sont 
activées en aval de ce récepteur. De façon notoire, JAK-STAT n’est activée qu’en aval de la 
forme longue du récepteur à la leptine (OB-Rb). En revanche, la voie RAS-MAPK est 
préférentiellement activée en aval des formes courtes du récepteur, bien qu’elle puisse aussi 
l’être en aval d’OB-Rb. En réponse à la leptine, JAK2 phosphoryle le récepteur sur trois motifs 
tyrosines (985, 1077 et 1138) pour recruter des effecteurs. De façon intéressante, le motif 985 
fournit un site de liaison à la protéine phosphatase SHP2, nécessaire à l’activation de la voie 
RAS-MAPK. SHP2 a aussi été incriminée dans l’inhibition de la signalisation JAK2/STAT3 en 
déphosphorylant un motif tyrosine du récepteur à la leptine ((Frübeck, 2006) ; (Zhou et Rui, 
2013) ; (Gaspar et al., 2019)). Une déficience en leptine chez la souris et chez l’humain aboutit 
généralement à une obésité sévère associée à une augmentation de l’appétit et de la prise 
alimentaire. In vitro, la leptine a été montrée comme induisant une augmentation de 
l’oxydation lipidique en activant l’AMPK induisant l’inhibition de l’acetyl coenzymeA 
carboxylase (ACC) (Minokoshi et al., 2002). D’autre part, l’induction de thermogenèse par la 
leptine est encore controversée. En effet, une étude montre que le signal central en réponse 
à la leptine aboutit à un message efférent vers un autre tissu, le tissu adipeux brun, pour 
induire l’expression de la protéine découplante thermogénique UCP1 (Gaspar et al., 2019). 
Par ailleurs, d’autres travaux montrent que le traitement à la leptine de souris déficientes en 
leptine (Ob/Ob) n’induit pas de thermogenèse par le tissu adipeux brun mais crée une 
vasoconstriction au niveau de la queue des animaux afin d’éviter la déperdition d’énergie 










Figure 31 : Actions de la leptine 
 
4.3 Améliorations et altérations métaboliques liées à la thermogenèse du tissu adipeux 
- Améliorations métaboliques 
La thermogenèse du tissu adipeux est généralement liée à une amélioration générale de l’état 
métabolique.  
 En effet, la résistance à l’obésité a été directement associée à l’activation de la 
beigisation dans divers modèles murins. Par exemple, une étude montre chez des souris dans 
lesquelles UCP1 est exprimé spécifiquement dans le tissu adipeux (aP2-UCP1) que ces 
animaux sont génétiquement résistants à l’obésité, en réduisant la capacité de stockage des 
graisses (Kopecky et al., 1995). De plus, l’expression transgénique du marqueur Prdm16 dans 
le tissu adipeux induit le développement d’adipocytes beiges uniquement dans les dépôts 
sous-cutanés des souris qui présentent alors en réponse à un régime riche en graisses, une 
augmentation de leur dépense énergétique, une prise de poids limitée ainsi qu’une 
amélioration à la tolérance au glucose (Seale et al., 2011). Aussi, un groupe de recherche a 






du tissu adipeux blanc. Ces SAMs sont impliqués dans la clairance de la noradrénaline via 
l’expression du transporteur SLC6A2 et l’enzyme de dégradation monoamine oxydase A 
(MAOA). L’activation de cette captation de noradrénaline induit un phénotype pro-
inflammatoire des SAMs. De façon intéressante, une augmentation de la proportion de SAMs 
a été observée dans deux modèles murins d’obésité et la délétion de SLC6A2 dans les SAMs 
augmente la beigisation et la thermogenèse du tissu adipeux mais aussi, la perte de poids de 
souris obèses (Pirzgalska et al., 2017). 
D’autre part, une équipe a soulevé que la thermogenèse par UCP1 du tissu adipeux 
beige permettait d’alléger les effets de la pression oxydo-réductive provoquée par un 
métabolite, en l’occurrence l’entrée du lactate dans la cellule dans cette étude. La 
transformation du lactate en pyruvate génère ainsi du NADH,H+ nourrissant la chaîne de 
respiration mitochondriale. Par conséquent, le découplage occasionné par UCP1 permet aux 
protons de retourner dans la matrice mitochondriale et de contrecarrer ainsi la réaction 
d’oxydation de NADH,H+ en NAD+ au niveau des complexes mitochondriaux (Carrière et al., 
2014). 
On peut aussi noter que le cycle de la créatine, impliqué dans la thermogenèse des 
adipocytes beiges, est responsable d’une augmentation de la dépense énergétique chez la 
souris et chez l’humain (Kazak et al., 2015). Il a très récemment été montré que l’ablation du 
transport de la créatine dans des adipocytes était responsable d’une altération de la 
thermogenèse, de la réponse β3-adrénergique et d’une obésité induite par la nourriture. 
Enfin, l’expression du transporteur de la créatine dans des adipocytes sous-cutanés purifiés 
humains est associé à une réduction de l’IMC ainsi qu’à une augmentation de l’insulino-
sensibilité (Kazak et al., 2019). 
- Altérations métaboliques : cas du cancer 
 Néanmoins, au-delà des améliorations métaboliques liées à l’obésité et au diabète, des 
marqueurs bruns et beiges ont également été montrés comme étant contributifs à la 
progression tumorale. Des xénogreffes chez la souris à partir de lignées de cellules 
cancéreuses du sein montrent une élévation de marqueurs de beigisation. La déplétion de ces 
cellules (UCP1+ en l’occurrence) réduit significativement le développement de la tumeur 
(Singh et al., 2016). De façon générale, la beigisation peut être considérée comme une 






diminution à la fois de la masse adipeuse par l’augmentation de l’activité lipolytique ainsi qu’à 
une réduction de la masse musculaire liée à une synthèse protéique dérégulée. Par un 
dialogue inter-organes « tissu adipeux-muscle squelettique », la modification de la sécrétion 
d’adipokines, d’acides gras libres, d’autres métabolites ainsi qu’une réduction de la 
production de l’Insulin Growth Factor 1 (IGF1) est impliquée dans l’atrophie du muscle 
squelettique. Dans le cas du cancer, ce processus de cachexie induit une balance énergétique 
négative, qui est un facteur de pronostic de survie négatif et ainsi la cause d’au moins 20% des 
décès associés ((Kir et Spiegleman, 2016) ; (Vaitkus et Celi, 2017)). 
 
4.4 Stratégies à visée thérapeutique 
- Traitement de l’obésité et des désordres associés 
La capacité thermogénique des tissus adipeux brun et beige à dépenser l’énergie 
contenue dans les substrats suscite un intérêt certain dans le traitement de pathologies telles 
que l’obésité. Étant donnée la quantité importante de masse adipeuse chez les personnes 
obèses, plusieurs travaux s’intéressent à la façon d’induire un phénomène de beigisation au 
sein de leur tissu adipeux blanc dans l’espoir de restaurer une balance énergétique équilibrée 
et ainsi minimiser les désordres pondéraux et métaboliques associés à l’obésité.  
Une étude de 2012 rapporte que l’activation du tissu adipeux brun par le froid chez 
l’Homme adulte est associé à une augmentation de son métabolisme oxydatif et une 
augmentation de la dépense énergétique globale des individus testés (Ouellet et al., 2012). 
Une première approche d’induction de découplage mitochondrial fut un échec. En effet, 
l’agent découplant 2,4-dinitrophenol (DNP) fut utilisé massivement en tant que médicament 
pour traiter l’obésité dans les années 1930s. Néanmoins, à de fortes doses, le découplage non 
régulé de toutes les cellules de l’organisme occasionne des effets secondaires très sérieux 
comme de l’hyperthermie. Plusieurs overdoses provoquèrent des décès ce qui entraîna la 
radiation de ce médicament en 1938 par la « Food and Drug Administration (FDA) » des Etats-
Unis (Harper et al., 2001).  
Une étude récente réalisée chez la souris rendue obèse par un régime riche en graisse 
démontre qu’un traitement de ces souris par un polyphénol, le resvératrol, empêche 
l’accumulation de graisses en induisant notamment un phénomène de beigisation du tissu 






modèle murin, KO spécifiquement dans les dépôts adipeux pour un répresseur de l’AMPK 
(souris Adipoq-FLCN), a aussi révélé que l’activation chronique de l’AMPK induisait une 
beigisation du tissu adipeux à travers l’axe PGC1α/ERRα et que ce phénomène était suffisant 
à accroître la dépense énergétique globale des animaux, quel que soit le régime, permettant 
une résistance à l’obésité (Yan et al., 2016). 
Par ailleurs, alors que l’effet de l’exercice physique sur la beigisation du tissu adipeux 
blanc et de l’amélioration métabolique associée est claire chez le rongeur, peu de travaux ont 
actuellement été conduits chez l’Homme. Néanmoins, des hommes et des femmes 
sédentaires, tous IMC confondus, ont été soumis à un programme d’entrainement trois fois 
par semaine durant douze semaines. A l’issue de cet entraînement, les individus présentent 
notamment une amélioration de l’insulinosensibilité, surtout dans le groupe de personnes en 
surpoids. Il a aussi été relevé une augmentation de marqueurs de beigisation au sein d’une 
biopsie de tissu adipeux sous-cutané abdominal, qui n’est toutefois pas contributif à 
l’amélioration du métabolisme glucidique constaté. Les auteurs suggèrent alors qu’un 
processus de beigisation plus fort serait certainement requis pour jouer sur l’amélioration des 
paramètres métaboliques (Otero-Díaz et al., 2018).  
- Traitement d’autres pathologies 
Au-delà de l’obésité, il a également été montré dans un modèle de souris avec une 
stéatose hépatique non alcoolique avérée, qu’un traitement avec un agoniste β3-
adrénergique est capable de restaurer la fonction du tissu adipeux brun et a pour 
conséquence de diminuer le poids corporel des animaux, d’améliorer leur tolérance au 
glucose et d’induire une réduction des lipides du foie. Cependant, même si une telle activation 
du tissu adipeux brun permet d’alléger la stéatose hépatique non alcoolique chez la souris, 
elle ne la réverse pas. Les effets bénéfiques du traitement à l’agoniste β3-adrénergique sont 
par contre exacerbés s’il est couplé à une restriction calorique (Poekes et al., 2019). A l’inverse, 
une autre étude montre que la dénervation du système sympathique au niveau du tissu 
adipeux brun chez un modèle de rat ayant la maladie de Parkinson permet d’atténuer entre 






- Nouvelles stratégies thermogéniques 
A ce jour, aucun traitement pharmacologique n’a pourtant été efficace et contrôlé 
pour induire un phénomène de beigisation chez l’humain. De plus, au niveau du tissu adipeux 
brun humain, il existe une hétérogénéité interindividuelle qui contribue potentiellement à des 
capacités thermogéniques différentes. Des travaux d’analyses clonales et génétiques ont alors 
par exemple identifié des biomarqueurs de potentiel thermogénique que sont PREX1 et 
EDNRB, régulateurs positifs d’UCP1, dans des pré-adipocytes bruns et blancs humains (Xue et 
al., 2015).  
Aussi, une étude récente propose un mécanisme alternatif inducteur de la beigisation. 
Un jeûne intermittent sur des cycles de « 24h nourri/24h jeûne » chez des souris a montré 
une amélioration du syndrome métabolique chez des souris obèses. Il permet aussi mais 
surtout d’induire une beigisation spécifiquement dans le dépôt inguinal de la souris et ce, en 
modifiant la composition du microbiote avec une élévation de la fermentation (production 
d’acétate et de lactate), doublée d’une surexpression du transporteur à ces produits de 
fermentation spécifiquement sur les cellules beiges du tissu adipeux. La transplantation de ce 
mibrobiote modifié chez des souris dépourvues de microbiote induit d’ailleurs une beigisation 
et une amélioration de l’homéostasie métabolique des animaux (Li et al., 2017). D’autres 
travaux montrent par contre chez l’homme et la femme obèse qu’une restriction calorique ou 
qu’un régime induisant la perte de poids n’induisent pas la beigisation de leur tissu adipeux 
sous-cutané ; au contraire, la restriction calorique induit une réduction de l’expression 
génique brune et beige dans la graisse abdominale sous-cutanée de ces patients obèses 
(Barquissau et al., 2018). En revanche, une diminution du ratio alimentaire omégas6/omégas3 
durant douze semaines chez la souris améliore la réponse thermogénique des tissus adipeux 
bruns et blancs et augmente la perte de poids en réponse à une stimulation β3-adrénergique 
(Ghandour et al., 2018). En effet, la complémentation en omégas 3 compense l’inhibition de 
la fonction thermogénique des adipocytes par les dérivés des omégas 6, autrement dit, les 
prostaglandines PGF2α issues de la métabolisation des omégas 6 qui induisent une diminution 
de l’expression d’UCP1 via une voie calcique (Pisani et al., 2014). 
De façon intéressante, des méthodes de thérapie cellulaire commencent également à 
émerger. Un groupe de recherche a dernièrement mis au point une méthode pour générer 






améliorant la sensibilité à l’insuline. Ces cellules (iPSC) sont générées à partir de mésoderme 
FOXF1+ de patients diabétiques et ont pour but d’être transplantées chez ces patients afin 
d’améliorer leur état métabolique (Su et al., 2018). 
 
 
Conclusion (chapitre III) : 
 
 Pour résumer cette troisième et dernière partie introductive aux résultats 
expérimentaux qui suivent, on a pu se rendre compte que le tissu adipeux est un organe à part 
entière qui se divise en trois types distincts ayant différents rôles : le tissu adipeux blanc, le 
tissu adipeux brun et le tissu adipeux beige. Les dépôts adipeux sont métaboliquement actifs 
et sont capables de stocker ou d’utiliser de l’énergie, notamment en gérant la balance acides 
gras libres/triglycérides. Ils sont également à l’origine de la libération d’hormones impliquées 
dans la régulation métabolique via la dépense énergétique, la prise alimentaire, la sensibilité 
au glucose ou encore, la sensibilité à l’insuline. De façon intéressante, les tissus adipeux bruns 
et beiges ont la particularité de brûler de l’énergie sous forme de chaleur, processus étant 
généralement associé à une amélioration des paramètres métaboliques énergétiques de 
l’organisme. Dans le cadre d’un syndrome métabolique associé à l’obésité par exemple, des 
stratégies d’induction de la beigisation du tissu adipeux blanc ont été réalisées à plusieurs 
reprises sans résultat efficace aboutissant à la disponibilité de traitement à ce jour, et mimer 

































De nombreuses études ont déjà bien caractérisé les altérations développementales 
retrouvées dans la famille de maladies génétiques appelées Rasopathies. En effet, les 
Rasopathies sont causées par des mutations d’acteurs ou de régulateurs de la voie RAS-MAPK, 
une voie de signalisation ubiquiste qui joue des rôles clés au cours du développement en 
régulant des processus fondamentaux (prolifération, différenciation, survie cellulaire, 
migration). Ainsi, il est maintenant bien établi que la plupart des traits cliniques majeurs 
associés à ces maladies sont causés par une hyperactivation de la voie RAS-MAPK. Par ailleurs, 
la littérature atteste de fonctions majeures de différents composants de la voie RAS-MAPK, 
notamment SHP2, dans le contrôle du métabolisme énergétique : par exemple, l’inactivation 
de SHP2 dans divers tissus a des conséquences importantes, et parfois contradictoires, sur le 
métabolisme énergétique (Tajan et al., 2015).  Cependant, bien que quelques études récentes 
démontrent un phénotype énergétique dans plusieurs Rasopathies (Dard et al., 2018), les 
origines, les mécanismes mis en jeu, et les conséquences physiopathologiques ne sont pas 
connus, notamment dans le syndrome de Noonan (SN), la Rasopathie la plus fréquente.  
Nous avons exploré les conséquences d’une mutation de SHP2, fréquemment retrouvée 
chez les patients atteints de ce syndrome, sur le métabolisme énergétique. Dans une première 
partie de ce travail, nous avons tiré parti d’un modèle murin bien établi, récapitulant les traits 
de la maladie et portant à l’état hétérozygote cette mutation (KI Ptpn11D61G/+), dans lequel 
nous avons exploré le métabolisme énergétique. Parallèlement, nous avons cherché à évaluer 
l’impact d’une mutation de SHP2 associée au SN à l’échelle cellulaire, notamment sur la 
fonction mitochondriale. Les données obtenues révèlent que le SN est associé à des anomalies 
métaboliques complexes, combinant des perturbations de la dépense énergétique, des 













I- Étude du métabolisme énergétique dans un modèle murin 
du SN 
 
1. Les souris SN ont une augmentation de leur dépense énergétique 
 Afin d’évaluer l’impact des mutations de SHP2 sur le métabolisme énergétique, nous 
avons mesuré la dépense énergétique de souris SN mâles, âgées de 20 semaines, et leurs 
contrôles WT, par une approche de calorimétrie indirecte.  
Après une période d’acclimatation de 24h, nous avons placé les animaux individualisés 
dans des cages métaboliques pendant une durée minimale de 48h respectant les conditions 
d’hébergement de ces souris (cycle jour/nuit, température, hygrométrie, nourriture et 
boisson ad libitum), et avons mesuré l’échange de gaz O2 consommé/CO2 produit afin de 
calculer la dépense énergétique des animaux. Cette analyse montre que les souris SN 
présentent une dépense énergétique plus faible que les souris WT (Figure 1A). Cette moindre 
dépense énergétique est retrouvée aussi bien pendant le jour, période de repos des animaux, 
que pendant la nuit, période d’activité et d’alimentation des animaux.  Cependant, les souris 
SN, de façon similaire aux patients, présentent un important retard de croissance ((Araki et 
al., 2004) ; (Serra-Nédélec et al., 2012) ; (Cessans et al., 2016)), qui se traduit par une réduction 
significative du poids corporel des animaux (Figure 1B). L’analyse de la composition corporelle 
des souris par résonnance magnétique (EchoMRI) montre que cette réduction est 
proportionnée, touchant à la fois les tissus maigres et adipeux (Figure 1C). De façon 
intéressante, la proportion de masse grasse des animaux SN est significativement diminuée, 
résultant en une augmentation de la proportion de masse maigre, de façon cohérente avec 
les données cliniques récemment obtenues sur une cohorte de patients SN (annexe 2). 
Il est bien établi que ces paramètres sont fortement contributifs au calcul de la 
dépense énergétique. Nous avons alors choisi d’analyser nos données selon un test statistique 
ANCOVA, permettant de prendre en compte ces co-variables (Figure supplémentaire 1). Ces 
analyses confirment une très forte corrélation entre la composition corporelle, le poids et la 
dépense énergétique des animaux (Figure 1E) et révèlent également qu’à poids égal, la 
dépense énergétique des souris SN tend à être plus élevée (0,525+/-0,011 Kcal.h vs 0,496+/-






retard staturo-pondéral des animaux SN, nous avons donc ré-analysé nos données de 
calorimétrie en normalisant ces mesures par rapport au poids métabolique des animaux. Le 
poids métabolique est défini par un taux énergétique de l’animal proportionnel au poids 
corporel élevé à la puissance 0,75. En effet, suite à des études incluant la dépense 
énergétique, le poids, la surface corporelle ainsi que le type d’espèce, le facteur 0,75 a été 
adopté. Comme le montre la figure 1F, la dépense énergétique normalisée des animaux SN 
est significativement plus élevée que celle de leurs contrôles WT (Figure 1F). Ces résultats sont 
en accord avec des travaux antérieurs montrant que des souris exprimant des mutants de 
SHP2 associés au SN ou au SN-ML ((He et al., 2012) ; (Tajan et al., 2014)) mais aussi des patients 
atteints du syndrome de Costello (SC), présentent une dépense énergétique normalisée 
augmentée (Leoni et al., 2016). Par ailleurs, le quotient respiratoire des souris SN est, 
légèrement, mais significativement augmenté par rapport aux WT, ce qui signe une 
préférence générale de l’utilisation des substrats glucidiques (Figure 1G). De plus, la prise 
alimentaire, lorsque normalisée au poids des animaux, est significativement augmentée chez 
les souris SN, tandis que leur activité locomotrice spontanée est sensiblement diminuée 
(Figures 1H, I). L’analyse de ces mêmes paramètres sur des animaux plus jeunes (10-15 
semaines) révèle une différence moins marquée, bien que toujours significative, de la dépense 
énergétique des souris SN par rapport aux WT, de leur prise alimentaire ou encore, de leur 
quotient respiratoire, ce qui pourrait alors signifier qu’il existe une évolution métabolique au 
cours du temps de vie chez les souris SN (Figure supplémentaire 2). 
De façon intéressante, l’implantation de sondes télémétriques, permettant la mesure 
de la température interne des souris en temps réel, révèle une élévation de la température 
interne des animaux SN, phénotype pouvant potentiellement être en accord avec 
l’augmentation de la dépense énergétique et traduisant de profondes modifications 

























Figure 1 : Les souris SN ont une augmentation de leur dépense énergétique normalisée 
(A) Des souris WT et SN âgées de 20 à 24 semaines (28<n<32) ont été maintenues en régime standard et la 
dépense énergétique a été analysée par calorimétrie indirecte durant 24h (PhenoMaster). (B) Poids des souris 
WT et SN. (C) Composition corporelle (masses grasse et maigre) déterminée à l’aide d’un EchoMRI (valeurs brutes 
et normalisées au poids). (D) Corrélation entre la dépense énergétique et le poids, la proportion de masse maigre 
ou la proportion de masse grasse. (E) Les données de dépense énergétique ont été ré-analysées avec une 
normalisation par rapport au poids des souris. (F, G, H) Le quotient respiratoire, la prise alimentaire et l’activité 
locomotrice spontanée des souris ont aussi été calculés pendant l’expérience de calorimétrie indirecte. (J) Des 
sondes de températures ont été implantées dans le péritoine des souris et leur température interne a été 
mesurée par télémétrie (n=9). Tests statistiques : test de Student en série appariées pour les analyses de 
calorimétrie et de télémétrie, test de Student pour les analyses de poids, de composition corporelle et de prise 










2. Augmentation de la densité, de la biogenèse et de la respiration mitochondriale dans le 
tissu adipeux inguinal des souris SN. 
Afin de comprendre l’augmentation de la dépense énergétique des souris SN, nous avons 
ensuite réalisé une analyse de l’activité métabolique de différents tissus de ces mêmes souris. 
En accord avec leur faible poids et leur adiposité réduite, les souris SN présentent une 
réduction de leurs dépôts adipeux par rapport aux WT (SC inguinal (SC), péri-gonadique (PG) 
et brun (TAB)). Le poids du foie et du muscle gastrocnémien normalisé au poids du corps est 
comparable entre les 2 génotypes, (Figure 2A). Dans ces différents tissus, nous avons évalué 
le fonctionnement de la mitochondrie, carrefour énergétique de la cellule, par une mesure 
oxygraphique, reposant sur la consommation d’oxygène par le tissu. Ces analyses montrent 
que la respiration basale et l’activité des différents complexes mitochondriaux sont normales 
dans le muscle. Dans le foie, on remarque une diminution significative de la respiration basale. 
Le TAB présente une activité normale, avec une augmentation significative de l’activité du 
complexe II. De façon remarquable, ces mesures faites sur les tissus adipeux blancs montrent 
que la chaîne de transport des électrons mitochondriale de ces tissus, en particulier du tissu 
adipeux SC, a un fonctionnement accru chez les souris SN par rapport aux souris WT. 
L’activation successive des différents complexes révèle une augmentation globale de la 
respiration mitochondriale de ce tissu (Figure 2B). 
 Au vu de ces résultats, nous avons ensuite estimé la densité mitochondriale en 
quantifiant le nombre de copies d’un gène spécifiquement mitochondrial (cytochromeB) et 
d’un gène spécifiquement exprimé au niveau du noyau (36B4). Cette estimation montre une 
élévation de la densité mitochondriale dans le tissu adipeux SC (Figure 2C). 
 Nous avons également évalué le processus de biogenèse mitochondriale en quantifiant 
le niveau d’expression génique de différents marqueurs de la mitochondriogenèse, à savoir 
Pgc1α, Pgc1β, Tfam et Nrf1. Comme le montre la figure 2D, l’expression génique de Pgc1α, 
Pgc1β et Tfam est significativement augmentée dans le tissu adipeux SC SN (Figure 2D). Il 
existe finalement une augmentation significative de la densité, de la biogenèse et de la 
respiration mitochondriale exclusivement dans le tissu adipeux SC inguinal des souris SN. 
 Bien que surprenants, ces résultats appuient alors l’hypothèse d’une contribution du 








Figure 2 : Augmentation de la densité, de la biogenèse et de la respiration mitochondriale dans le tissu 
adipeux inguinal des souris SN 
A l’âge de 20-30 semaines, des souris WT et SN ont été euthanasiées, puis leurs tissus ont été prélevés, pesés et 
utilisés pour différentes analyses. (A) Les poids des tissus ont été normalisés par rapport au poids corporel des 
souris WT et SN (sous-cutané (SC), péri-gonadique (PG) et brun (BAT); 25 semaines ; 5 ≤ n ≤ 12). (B) La 
consommation d’O2 des différents tissus a été mesurée grâce à un oxygraphe (Oroboros). Les résultats ont été 
normalisés par rapport au poids du morceau de tissu placé dans l’oxygraphe. (C) Une extraction d’ADN et une 
qPCR avec une amorce nucléaire (36B4) et une amorce mitochondriale (Cytochrome B) ont été réalisées sur 
différents tissus (WT=7 ; SN =6) de souris âgées d’environ 20 semaines pour estimer la quantité d’ADN 
mitochondrial. (C) Sur ces mêmes animaux, une extraction d’ARN et une qPCR ont été réalisées pour évaluer 






3. UCP1 est spécifiquement surexprimé dans ce tissu et les souris SN présentent un phénotype 
de résistance au froid.  
 L’identification d’une augmentation de la densité, de la biogenèse et de la respiration 
mitochondriale spécifiquement dans le tissu adipeux SC des souris SN nous a conduits à 
procéder à une analyse plus poussée autour de ce tissu. Un marquage hémalun-éosine d’une 
section longitudinale de dépôts adipeux SC révèle une densité accrue d’adipocytes de petite 
taille au centre du panicule. De plus, par immunohistologie, nous montrons une augmentation 
du marquage anti-UCP1 dans le tissu adipeux SC SN (Figure 3A), mettant ainsi en évidence un 
phénomène de beigisation dans ce tissu. Ce marqueur brun/beige thermogénique découplant 
est localisé en position centrale du tissu, ce qui appuie le phénotype beige du tissu, comme 
démontré dans des études antérieures (Barreau et al., 2016). L’analyse de l’expression 
génique de plusieurs marqueurs exprimés entre autres lors du processus de beigisation 
(Elolv3, PPARα, ARβ3) montre aussi une augmentation de l’expression de ces marqueurs 
(Figure 3B). Enfin, l’utilisation de l’agent découplant CCCP (chélateur de protons) lors d’une 
mesure de la consommation d’oxygène du tissu démontre que le découplage induit par le 
CCCP est moindre dans le tissu adipeux SC des souris SN par rapport aux animaux WT (Figure 
3C), suggérant alors une capacité de découplage déjà presque maximale chez le SN avant 
l’utilisation du CCCP, probablement due à la présence accrue d’UCP1 dans le tissu. Nous 
devons maintenant confirmer l’expression protéique d’UCP1 par Western blot. De façon 
intéressante, la surexpression des marqueurs beiges, de même que l’activité mitochondriale 
accrue, ne sont pas retrouvées de façon significative dans le tissu adipeux SC d’animaux plus 
jeunes, présentant une moindre élévation de leur dépense énergétique, appuyant l’hypothèse 
d’une contribution du tissu adipeux SC beige à l’augmentation de la dépense énergétique 
(résultats non montrés). 
 Par ailleurs, afin de comprendre si le phénotype beige pouvait impacter le 
métabolisme général des souris SN, nous avons testé leur capacité de résistance au froid. Nous 
avons ainsi placé les souris durant 4h à une température de 4°C dans des cages individuelles 
pour éviter les regroupements d’animaux pouvant induire un réchauffement de l’organisme. 
La température interne des animaux a été prise grâce à une sonde rectale à différents temps. 
On observe alors que la chute de température des souris SN est moindre que celle des WT 






et/ou durant des temps d’exposition plus importants, seront toutefois nécessaires pour 
confirmer cette observation. Par extrapolation, nous pourrions émettre l’hypothèse selon 
laquelle la résistance des souris SN au froid serait liée à la thermogenèse générée par le tissu 
adipeux inguinal beige. L’analyse des tissus juste après l’exposition au froid permettra de 
documenter ce processus.  
 De façon intéressante, une expérience préliminaire de mise à température dite de 
thermoneutralité (30°C) des animaux permettant d’équilibrer les échanges thermiques avec 
l’environnement montre que la dépense énergétique des souris SN diminue (Figure 3E). Il 
serait aussi intéressant voir si la beigisation chez les SN disparaît à thermoneutralité, auquel 
cas ce phénotype serait dû à un manque d’isolation thermique, probablement à cause de la 







Figure 3 : UCP1 est spécifiquement surexprimé dans le tissu adipeux inguinal et les souris SN semblent 
présenter un phénotype de résistance au froid 
(A) Photographies de sections histologiques de tissu adipeux SC de souris WT et SN marquées avec de 
l’hematoxyline-éosine (Nanozoomer, Hamamatsu, section longitudinale entière) et immunohistochimie d’UCP1 
(Nikon Eclipse TE2000-U, x10). (B) Une extraction d’ARN et une qPCR ont été réalisées sur du tissu adipeux SC de 
souris WT et SN âgées de 20 semaines pour évaluer l’expression des gènes indiqués. (C). La consommation d’O2 
a été mesurée sur du tissu adipeux SC de souris WT et SN grâce à un oxygraphe (Oroboros) ; l’agent découplant 
CCCP (25ng/mL) a été ajouté pour déterminer la respiration maximale du tissu. (D) Des souris âgées de 30 
semaines (WT (n=9) ; NS (n=10)) ont été placées dans une chambre froide (4°C) pendant 4h et la température 
rectale a été mesurée à différents temps (0h, 2h, 4h). (E) La dépense énergétique de souris WT et SN âgées de 
15 semaines et placées à thermoneutralité (30°C) a été mesurée (n=4). Tests statistiques : test de Student : * p 
<0.05 ; ** p <0.01, Two-way ANOVA avec post test de Bonferroni, comparaisons multiples, pour la variation de 








4. Le phénotype beige induit par l’expression de mutants de SHP2 associés au SN semble 
être un mécanisme cellule-autonome  
 Nous avons ensuite cherché à comprendre l’origine de la « beigisation » du tissu 
adipeux blanc observé chez les souris SN.  Selon la littérature, ce processus peut être induit 
par plusieurs facteurs extérieurs au tissu adipeux, comme le froid, les agonistes β3-
adrénergiques (catécholamines) ou le FGF21. Il peut aussi avoir une origine intrinsèque au 
tissu adipeux, en lien notamment avec des modifications des capacités de différenciation des 
cellules adipocytaires. Le dosage des catécholamines plasmatiques ou du FGF21 selon une 
méthode de test ELISA ne met pas en évidence de différence de concentration en adrénaline, 
noradrénaline et FGF21 entre les souris WT et SN (Figure 4A). Il existe cependant une 
augmentation de l’expression génique du récepteur β3-adrénergique dans le tissu adipeux SC 
des souris SN (Figure 3B), qui pourrait rendre compte d’une plus grande sensibilité de ce tissu 
aux catécholamines. Dans ce sens, la mesure de la lipolyse sur adipocytes isolés à partir de 
tissu adipeux péri-gonadique en réponse à un agoniste β3-adrénergique (isoprénaline) 
montre une tendance à une sensibilité accrue des adipocytes SN à l’isoprénaline (Figure 4B). 
De plus, l’analyse de différents profils de calorimétrie indirecte révèle qu’au cours du 
processus d’acclimatation, lorsque les animaux sont stressés par l’installation dans l’appareil, 
le quotient respiratoire s’effondre, signant une activité lipolytique potentialisée chez les 
animaux SN (résultats non montrés).  
Parallèlement, SHP2 étant connue pour jouer un rôle majeur dans le processus de 
différenciation adipocytaire ((He et al., 2013) ; (Tao et al., 2016)), nous avons voulu explorer 
si la mutation SN de SHP2 pouvait modifier les propriétés de différenciation des pré-
adipocytes de façon intrinsèque. Pour ce faire, nous avons dans un premier temps isolé la 
fraction stroma vasculaire (FSV) de tissu adipeux SC et analysé son profil d’expression génique 
au regard de marqueurs pré-adipocytaires (Pref1, Prdm16). Nous observons que l’expression 
génique du marqueur précoce beige Prdm16 tend à augmenter dans la FSV du tissu adipeux 
SC SN. En revanche, celle du marqueur Pref1, permettant de maintenir un état cellulaire non 
différencié, a tendance à baisser (Figure 4C). Nous avons ensuite soumis les cellules de la FSV 
de tissu adipeux SC à un protocole de différenciation adipocytaire. A l’issue de la 






adipocytes dérivés de tissu adipeux SC de souris SN par rapport à leurs contrôles WT (Figure 
4D), révélant un retard/défaut de la différenciation des cellules provenant des dépôts de 
souris SN. Au niveau génique, l’expression de plusieurs marqueurs d’adipocytes blancs 
(Adiponectine, aP2, Lhs, Ppary) tend à être diminuée, sans toutefois atteindre des différences 
statistiques. Les conditions de cette expérience n’ont par contre pas permis d’observer 
d’induction de marqueurs de la différenciation beige (UCP1, Elovl3, Tmem26), et donc 
d’évaluer une éventuelle prédisposition des précurseurs adipocytaires SN à la différenciation 
beige. Des expériences d’induction de la différenciation beige par traitement de cellules de la 
FSV avec de la roziglitazone, un agoniste de PPARγ, visant à déterminer s’il existe une signature 
génique beige exprimée dès le début de la différenciation dans les cellules SN, sont en cours. 
Aussi, pour compléter ces résultats, nous avons tiré parti d’un modèle cellulaire, des 
cellules adipeuses souches multipotentes humaines (hMADS), permettant de mesurer la 
trans-différenciation d’adipocytes blancs en adipocytes beiges, en collaboration avec l’équipe 
du Pr D.Langin. Selon un protocole antérieurement décrit (Barquissau et al., 2016), ces cellules 
ont été différenciées durant treize jours afin d’atteindre un stade adipocytaire mature. Au 
dixième jour de différenciation, les cellules ont été transduites avec des adénovecteurs 
permettant l’expression de la GFP seule ou en combinaison avec la forme WT de SHP2 en guise 
de contrôles, ou bien le mutant SN D61del de SHP2. A partir du quatorzième jour après le 
début de la différenciation, les cellules ont été traitées avec de la rosiglitazone (0.1 μM) afin 
d’induire une trans-différenciation des adipocytes matures blancs en adipocytes beiges. 
Comme le montre la figure 4E, le niveau de transduction est similaire entre les différentes 
conditions. L’analyse du profil d’expression génique au cours de la trans-différenciation beige 
montre une augmentation de l’expression d’Ucp1, Elolv3 et Tmem26 dans les cellules 
contrôle. De façon intéressante, ces marqueurs sont significativement plus exprimés lorsque 
les cellules expriment le mutant SN de SHP2 (Figure 4E). Nous pouvons donc affirmer que la 



















Figure 4 : Le phénotype beige induit par l’expression de mutants de SHP2 associés au SN semble être un 
mécanisme cellule-autonome  
(A) Sur des souris WT (10 ≤ n ≤ 11) et SN (6 ≤ n ≤ 8) âgées de 20-25 semaines, un dosage de catécholamines 
plasmatiques (adrénaline et noradrénaline) ou de FGF21 a été réalisée à l’aide de kits ELISA (WT = 16 et SN =13). 
(B) Une stimulation lipolytique sur adipocytes (PG) isolés de souris WT et SN âgées de 15-20 semaines (6 ≤ n ≤ 8) 
stimulés à différentes concentrations d’isoprénaline a été réalisée, les valeurs de glycérol ont été lues à 540nm 
grâce à un spectrophotomètre et normalisées par un dosage lipidique selon la méthode de Dole. (C) Une 
extraction d’ARN suivie d’une qPCR a été réalisée sur FSV entière de souris WT et SN (20 semaines ; WT=7 et 
SN=8) pour évaluer l’expression des gènes indiqués. (D) Le tissu adipeux SC de souris âgées de 15 semaines WT 
(2 ≤ n ≤ 5) et SN (4 ≤ n ≤ 5) a été récupéré pour une digestion à la collagénase. La FSV purifiée a été mise en 
culture et soumise à un protocole de différenciation adipocytaire. Enfin, ces cellules ont été ont été 
photographiées à J7 de différenciation adipocytaire avec un microscope Nikon Eclipse Ti (x20). De plus, les ARN 
des cellules récupérées à J0 et J7 ont été extraits dans le but de réaliser une qPCR pour évaluer l’expression des 
gènes indiqués. (E) La lignée pré-adipocytaire humaine hMADS a été transduite avec des adénovecteurs GFP, 
SHP2-WT ou SHP2-D61del au jour 10 de différenciation et ces cellules ont été ensuite traitées à la rosiglitazone 
(0,1µM) au jour 14 pour induire une trans-différenciation beige. Puis, une extraction d’ARN et une qPCR ont été 
réalisées à différents jours de différenciation (15, 16, 17, 18) pour évaluer l’expression des gènes indiqués. Test 
statistique : test de Student : * p <0.05 ; ** p <0.01 ; *** p <0.001. 
 
5. Le phénomène de beigisation du tissu adipeux SC SN semble dépendant de 
la voie Ras-MAPK. 
 Enfin, puisque l’hyperactivation de la voie RAS-MAPK est causale de la plupart des 
traits cliniques du SN, nous avons voulu savoir si cette voie était impliquée dans la beigisation 
du tissu adipeux des souris SN. Les animaux ont ainsi été soumis à une injection quotidienne 
intra-péritonéale d’un inhibiteur de MEK1 durant quatre semaines (inhibiteur PD0325901 vs 
contrôle HPMC). L’analyse des tissus révèle une normalisation de l’expression génique des 
marqueurs de biogenèse mitochondriale (PGC1α, PGC1β, TFAM, Nrf1) ainsi que du marqueur 
brun/beige UCP1 dans le tissu adipeux SC SN (Figure 5A). On note aussi une tendance à la 
diminution de la densité mitochondriale dans le tissu adipeux SC SN des animaux traités avec 
l’inhibiteur (Figure 5B). Une analyse histologique semble également montrer une diminution 
de l’expression d’UCP1 dans ce tissu, bien que ces résultats doivent être confirmés (résultats 
non montrés). Le phénotype beige présent dans le tissu adipeux SC des souris SN semble donc 
dépendant de l’hyperactivation de la voie Ras-MAPK. En revanche, le traitement ne normalise 
pas la dépense énergétique et la prise alimentaire des animaux (Figure 5C, D). Cela pourrait 
éventuellement s’expliquer par une tendance à l’augmentation de l’activité locomotrice 








Figure 5 : Le phénomène de beigisation du tissu adipeux SC SN semble dépendant de la voie Ras-MAPK 
Des souris WT et SN âgées de 15-25 semaines (9 ≤ n ≤ 11) ont reçu un traitement quotidien de 4 semaines de 
PD0325901 (inhibiteur de MEK1, 1mg/Kg/jour) ou de véhicule en contrôle par injection intrapéritonéale. (A) Une 
extraction d’ARN et une qPCR ont été réalisées sur leur tissu adipeux SC pour évaluer l’expression des gènes 
indiqués. (B) Une extraction d’ADN et une qPCR ont été réalisées sur tissu adipeux SC pour estimer la densité 
mitochondriale (n=5). (C) Grâce à une technique de calorimétrie indirecte, la dépense énergétique des animaux 
a été mesurée et normalisée par rapport au poids des animaux. (D) La prise alimentaire et (E) l’activité 
locomotrice spontanée ont aussi été calculées. (F) Poids corporel (en grammes) des souris WT et SN. Test 
statistique : test de Student et test de student en série appariées pour les données de calorimétrie : * p <0.05; 






 II- Étude de l’impact d’une mutation de SHP2 associée au SN sur 
la mitochondrie 
 
1- L’expression d’une mutation SN de SHP2 dans des cellules fibroblastiques 
altère la fonction mitochondriale 
 Pour tenter de comprendre la mécanistique sous-jacente aux modifications de la 
fonction mitochondriale observées in vivo, nous avons tiré parti d’une lignée cellulaire de 
fibroblastes embryonnaires murins (MEFs) dans lesquels nous avons exprimé un mutant SN 
de SHP2 (SHP2D61del) après adénofection (ou GFP en contrôles). La quantification de l’ADN 
mitochondrial révèle une tendance à la diminution du nombre de copies d’ADN mitochondrial 
dans les cellules exprimant le mutant SN de SHP2 (figure 6A). De plus, plusieurs marqueurs de 
la biogenèse mitochondriale voient leur expression significativement diminuée (Figure 6B). 
Enfin, l’analyse de la respiration mitochondriale par Seahorse révèle une diminution quasi-
significative de la respiration basale et de la respiration maximale, associée à une diminution 
de la production d’ATP (Figure 6C). Bien que ces résultats apparaissent en contradiction avec 
les données obtenues dans les tissus adipeux blancs, ils ne sont pas sans rappeler le profil 
observé, à l’état de tendance, dans le muscle squelettique ou le foie des souris SN, et sont par 
ailleurs en accord avec une étude antérieure montrant une altération de la fonction 
mitochondriale in vitro associée à la même mutation (Lee et al., 2010). Ces différences 
pourraient donc refléter une spécificité selon la nature des cellules/tissus, possiblement en 
















Figure 6 : L’expression d’une mutation SN de SHP2 dans des cellules fibroblastiques altère la fonction 
mitochondriale 
(A-B) Les cellules MEFs transduites avec des adénovecteurs GFP ou SHP2-D61del ont été ensemencées à 85000 
cellules/puits et une extraction d’ADN (A) ou d’ARN (B) suivies d’une qPCR ont été effectuées pour estimer la 
densité mitochondriale (A) ou évaluer l’expression des gènes indiqués (B). (C) Ces cellules ont été ensemencées 
dans une plaque adéquate dans le but de mesurer la consommation d’oxygène cellulaire grâce à un appareil 
d’oxygraphie (Seahorse®, Agilent). Des inhibiteurs spécifiques de la chaîne de transport des électrons 
mitochondriale ont alors été ajoutés successivement afin de déterminer la consommation d’oxygène à 
différentes étapes de la machinerie métabolique. Les valeurs ont été normalisées par rapport à la concentration 
protéique contenue dans les puits, dosée à l’issue de la mesure oxygraphique. Test statistique : test de Student 






2- L’expression d’une mutation SN de SHP2 semble affecter la balance 
fusion/fission mitochondriale  
 L’activité mitochondriale étant intimement liée à la structure du réseau mitochondrial, 
nous avons également exploré l’impact de l’expression exogène du mutant SN de SHP2 sur la 
morphologie des mitochondries. Pour cela, des MEFs ont été transduites comme 
précédemment, puis leur réseau mitochondrial a été marqué à l’aide du MitoTracker, et 
analysé par microscopie à fluorescence super résolutive. Des premières expériences avaient 
ainsi permis d’observer une morphologie très particulière des mitochondries, en forme 
toroïdale (ó donuts), dans les cellules exprimant le mutant D61del (Figure 7A). De façon 
intéressante, ces donuts sont généralement associés à une forme de stress cellulaire 
correspondant à une morphologie hyper-fissionnée. Cette forme mitochondriale particulière 
a notamment été rapportée dans des situations d’hypoxie-réoxygénation et de changements 
de pression osmotique (Long et al., 2015), ou de dysfonction au niveau de la chaîne de 
transport des électrons (Benard et al., 2007). Toutefois, ces résultats n’ont pu être reproduits 
malgré une large mise au point comprenant différentes confluences à l’ensemencement, 
différentes concentrations du marqueur mitochondrial (MitoTracker), deux modes de fixation 
(méthanol et paraformaldéhyde), ou encore, une visualisation en vidéo-microscopie sur 
cellules vivantes avec synchronisation des cellules en phase G2/M (double bloc thymidine). 
Des différences dans le niveau d’expression du mutant, ou un stress cellulaire particulier, 
associés à une méthode de fixation pouvant fragmenter le réseau mitochondrial (e.g. 
méthanol), pourraient expliquer cette perte du phénotype en donuts (Figure 7B). 
En définitive, l’observation du réseau mitochondrial dans des conditions de fixation 
douce (paraformaldéhyde) ne montre pas de différence de structure entre les cellules GFP et 
D61del (Figure 7C). Nous avons malgré tout complété cette analyse en étudiant les niveaux 
de phosphorylation de la protéine de fission DRP1 et les niveaux d’expression de la protéine 
de fusion Mitofusine 2. Comme le montre la figure 7D, dans des cellules exprimant le mutant 
SN de SHP2, on observe une augmentation significative de la phosphorylation de DRP1, et une 
diminution de l’expression de MFN-2 (Figure 7D). Ces résultats nous permettent de suggérer 
que le mutant SN de SHP2 modifie la balance fusion/fission au profit de la fission. La 
fragmentation mitochondriale résultante pourrait expliquer la diminution de la respiration 






Cette diminution de la fonction mitochondriale pourrait ainsi signer un profil 
métabolique glycolytique. Malgré tout, nos analyses actuelles ne permettent pas de confirmer 
ce phénotype avec un taux d’acidification du milieu extracellulaire (ECAR) élevé par exemple. 
En ce sens, nous avons donc voulu compléter nos résultats et nous avons observé une 
augmentation de l’expression génique de marqueurs hypoxiques tels que HIF1α ou VEGFR 
(Figure supplémentaire 3). Aussi, une mesure sur du milieu de culture de ces MEFs montre 
une augmentation de la concentration extracellulaire de lactate (Figure supplémentaire 4). 
Ces résultats complémentaires appuient donc une dysfonction métabolique en faveur d’une 
activité glycolytique accrue. 
En définitive, ces résultats amènent de multiples questionnements quant à l’impact de 
la mutation SN de SHP2 sur le métabolisme mitochondrial, ses effets semblant dépendre du 
type cellulaire. Compte tenu des observations précédentes et in vivo, il serait judicieux de 























Figure 7 : L’expression d’une mutation SN de SHP2 semble affecter la balance fusion/fission mitochondriale  
(A, C) Des photographies de cellules MEFs transduites et marquées au MitoTracker®Red CMXRos ont été prises 
selon une technique super-résolutive confocale et la reconstruction a été réalisée à l’aide du logiciel imageJ. (B) 
Des images comparatives de ces cellules ont été prises selon un état non fixé, fixé en paraformaldéhyde ou fixé 
au méthanol. (D) Les cellules MEFs transduites avec des adénovecteurs GFP ou SHP2-D61del ont été récupérées 
pour une préparation de lysats protéiques et analysées par immunoempreinte avec les marqueurs P-DRP1, Mfn2, 






Conclusion : discussion des résultats expérimentaux 
 
Nos résultats démontrent que les souris SN ont une dépense énergétique plus élevée 
que celle des souris WT, phénotype qui semble s’accentuer avec l’âge des souris. Nous avons 
choisi d’analyser la dépense énergétique en la normalisant au poids métabolique des animaux. 
Cette normalisation est largement controversée dans la littérature, ayant faussé nombre 
d’analyses, notamment du fait de la contribution différente des tissus maigres et gras lors de 
comparatifs d’individus minces vs obèses (Butler et Kozak, 2010). Toutefois dans le cas 
présent, le déficit en poids des animaux SN est lié à un retard de croissance, associant retard 
de taille et de poids, et réduction concomitante des tissus maigres et gras, bien que la 
proportion de masses grasse et maigre soit significativement modifiée. C’est pourquoi il nous 
a semblé pertinent de considérer le paramètre normalisé dans cette étude. A noter que dans 
une étude clinique sur des patients atteints du SC, Leoni et al. retrouvent une dépense 
énergétique diminuée chez les patients, mais qui devient significativement supérieure lorsque 
normalisée au poids ou à la surface corporelle, et associée à une augmentation de la prise 
alimentaire (Leoni et al., 2016). Il serait donc intéressant d’évaluer si ce phénotype est 
retrouvé chez des patients atteints de SN, notamment ceux portant une mutation de PTPN11. 
Dans ce sens, de façon cohérente, les résultats du laboratoire montrent une adiposité 
sensiblement diminuée chez les patients SN-PTPN11, bien que nous n’ayons pas eu 
l’opportunité de mesurer la dépense énergétique chez ces patients.   
 A l’échelle des tissus métaboliquement actifs, nos résultats révèlent une augmentation 
de la densité, de la biogenèse et de l’activité mitochondriales, spécifiquement dans le tissu 
adipeux blanc SC, et dans une moindre mesure le tissu adipeux PG, alors que dans les autres 
tissus testés (tissus maigres tels que le foie et le muscle squelettique), il existe un effet miroir 
de ces paramètres qui restent normaux, voire sensiblement diminués. Le tissu adipeux blanc 
ayant une composition cellulaire complexe, il serait intéressant de caractériser le statut 
énergétique des différentes cellules le composant, notamment les adipocytes matures, les 
pré-adipocytes mais aussi les cellules inflammatoires. En effet, les résultats de l’équipe 






activité métabolique, dans différents tissus métaboliques dont le tissu adipeux SC (Paccoud et 
al., en révision, annexe 2). 
 Nos résultats révèlent également que le tissu adipeux SC présente des caractéristiques 
de beigisation avec notamment une expression accrue de la protéine découplante 
thermogénique UCP1, potentiellement responsable de l’augmentation de la respiration 
mitochondriale dans ce tissu. Ce processus semble gouverné par des mécanismes 
intrinsèques : en effet, nous n’avons pas mesuré de différence de concentration plasmatique 
de plusieurs facteurs circulants connus pour promouvoir la beigisation. Toutefois, une 
multitude d’autres facteurs extérieurs au tissu adipeux sont capables d’induire ce phénotype 
(peptides natriurétiques, irisine, BMP8b, hormone thyroïdienne, espèces réactives de 
l’oxygène), dont la contribution éventuelle reste à explorer. De plus, plusieurs arguments sont 
en faveur d’une sensibilité accrue du tissu adipeux aux catécholamines, inducteurs connus de 
la beigisation : d’une part, nous mesurons une hypersensibilité à l’isoprénaline dans des tests 
de lipolyse sur adipocytes isolés. D’autre part, lors des expériences de calorimétrie indirecte, 
nous avons observé que le quotient respiratoire s’effondrait chez les animaux SN durant les 
premières heures d’acclimatation, laissant présager d’une potentialisation de la lipolyse 
induite lors du stress. Cette hypersensibilité aux catécholamines pourrait donc expliquer 
l’orientation beige du tissu adipeux. Il serait intéressant de tester cette hypothèse en traitant 
les animaux par des β-bloquants pour évaluer si cela réverse la beigisation du tissu adipeux SC 
dans des souris SN. En termes de processus intrinsèques, nos travaux montrent également 
une légère altération de la différenciation blanche de la FSV du tissu adipeux SC SN, avec une 
augmentation d’expression du marqueur pré-adipocytaire beige Prdm16 qui signerait une 
préférence de différenciation beige. Aussi, l’expression d’un mutant SN dans la lignée pré-
adipocytaire hMADS suffit à promouvoir la trans-différenciation beige de ces cellules, 
attestant d’un mécanisme cellule autonome, qui reste à explorer. Il serait intéressant de 
confirmer ces observations in vivo, afin d’évaluer si l’expression d’un mutant SN de SHP2 dans 
le tissu adipeux (Adiponectine-Cre/SHP2 SN) suffit à induire sa beigisation. Alternativement, il 
serait possible de greffer du tissu adipeux SC de souris SN dans des souris WT, pour déterminer 







Par ailleurs, la beigisation paraît être dépendante de l’hyperactivation de la voie RAS-MAPK, 
dans la mesure où l’augmentation de biogenèse mitochondriale et la surexpression d’UCP1 
dans le tissu adipeux SC des SN sont réversées par un traitement chronique des animaux SN 
avec un inhibiteur de MEK. Il serait judicieux de compléter ces observations avec des mesures 
d’activité et des analyses histologiques. De façon intéressante, les MAPK ERK1/2 jouent un 
rôle majeur dans le contrôle de la différenciation adipocytaire blanche et brune, de même que 
différents processus de trans-différenciation, laissant supposer qu’elles peuvent également 
influencer l’orientation de ces cellules vers un phénotype beige ((Bost et al., 2005) ; (Kim et 
al., 2015)). Par conséquent, il sera également intéressant d’évaluer in vitro si l’inhibition de 
MEK réduit le processus de trans-différenciation beige dans des hMADS ou bien dans une 
lignée adipocytaire murine comme dans des 3T3-F442A. Il est intéressant de noter que la voie 
RAS-MAPK peut réguler la signalisation en aval des récepteurs adrénergiques, en les 
phosphorylant (Hong et al., 2018). Malgré cela, nous ne pouvons pas exclure l’éventuelle 
implication des acteurs P38-PPARγ dans le processus de différenciation adipocytaire des SN. 
Il a en effet été montré que SHP2 inhibait P38 pour permettre la différenciation adipocytaire 
blanche via PPARγ (He et al., 2013).  
 L’identification d’un processus de beigisation du tissu adipeux SC en lien avec une 
augmentation de la dépense énergétique pose également la question de la contribution de 
cette beigisation à la dépense énergétique totale des animaux. Nos résultats, bien que 
préliminaires, montrent effectivement que les animaux SN semblent présenter une résistance 
au froid, et que l’augmentation de la dépense énergétique des animaux SN n’est plus observée 
lorsque les animaux sont placés à thermoneutralité. Aussi, dans divers modèles pré-cliniques, 
l’induction d’un phénotype brun/beige s’accompagne d’une augmentation de la dépense 
énergétique ((Whittle et al., 2012) ; (Yan et al., 2016)). Pour tester cette hypothèse et comme 
évoqué précédemment, il serait nécessaire d’évaluer si l’expression de mutants SN de SHP2 
restreinte au tissu adipeux s’accompagne d’une beigisation de ce tissu et suffit à augmenter 
la dépense énergétique des animaux. Comme évoqué précédemment, il serait possible de 
réaliser des greffes de tissu adipeux SC de souris SN dans des souris WT afin d’en mesurer la 
maintenance beige et, dans l’affirmative, l’impact sur la dépense énergétique.   
 Toutefois, considérant les rôles multiples de SHP2 dans les différents tissus 






ou de délétion de SHP2 tissu-spécifiques, il est probable que l’augmentation de la dépense 
énergétique des animaux SN soit la résultante de l’effet dans différents tissus et organes. 
Ainsi, l’inactivation de SHP2 dans le foie, mais aussi l’expression d’un mutant SN dans le 
cerveau, sont toutes deux associées à une augmentation de la dépense énergétique des 
animaux, attestant de rôles opposés de SHP2 dans la régulation du métabolisme énergétique 
selon le tissu considéré, probablement en lien avec des mécanismes moléculaires différents 
((Nagata et al., 2012) ; (He et al., 2012)). A l’appui d’une contribution d’autres tissus, dans les 
protocoles de réversion phénotypique, l’observation d’une diminution des marqueurs de 
beigisation du tissu adipeux SC sans diminution de la dépense énergétique est un argument 
en défaveur d’un lien direct entre ces deux processus. Bien qu’il soit possible que la durée du 
traitement n’ait pas permis une modification perceptible de la dépense énergétique, ou ait 
induit d’autres effets contrebalançant la moindre beigisation (e.g. augmentation de l’activité 
spontanée), d’autres mécanismes entrent certainement en jeu comme des régulations 
hormonales. Un candidat tout à fait prometteur serait notamment la leptine, dont les taux 
sont effondrés chez les patients et les souris SN (cf. annexe 2), et dont la signalisation est 
fortement dépendante du couple SHP2/RAS-MAPK (cf. Discussion générale).  
Enfin, de façon contradictoire avec les résultats obtenus sur le tissu adipeux SC, ces 
travaux révèlent que, dans des cellules de type fibroblastique, l’expression d’un mutant SN de 
SHP2 induit une diminution de la biogenèse et de l’activité mitochondriale et semble 
influencer la balance fusion/fission en faveur de la fission. Il faudrait toutefois confirmer la 
fragmentation par microscopie, malgré une mise au point actuelle difficile sur les MEFs. Au-
delà des MEFs et au plus près d’un modèle physiologique, nous pourrions établir une culture 
primaire de myocytes, d’hépatocytes, ou bien de fibroblastes de patients SN disponibles, afin 
d’observer ce réseau mitochondrial en microscopie. Il serait aussi nécessaire de voir si cette 
augmentation de fission est dépendante de l’hyperactivation des MAPK ERK1/2, dans la 
mesure où il a été proposé que les kinases ERK pouvaient phosphoryler DRP1, et ainsi 
promouvoir la fission mitochondriale ((Kashatus et al., 2015) ; (Prieto et al., 2016)). 
Alternativement, ayant été décrit que SHP2 pouvait être actif au sein même de la 
mitochondrie ((Arachiche et al., 2008) ; (Guo et al., 2017) ; (Salvi et al., 2004)), il est possible 
que le mutant SN de SHP2 affecte directement la fonction mitochondriale. Les effets observés 






des espèces réactives de l’oxygène, puisque nous relevons une augmentation de l’expression 
génique de marqueurs pro-hypoxiques (HIF1α, VEGFR) ainsi qu’une élévation de la 
concentration en lactate extracellulaire (à confirmer), qui nous permet de suggérer que le 
métabolisme des cellules portant la mutation SN se tourne vers un métabolisme glycolytique. 
Bien que contradictoire avec les résultats obtenus dans le tissu adipeux SC, ces 
données confirment des résultats publiés (Lee et al., 2010) et rappellent le profil observé dans 
des tissus maigres comme le foie et le muscle, laissant supposer un impact différentiel selon 
le type cellulaire ou son environnement. Cette disparité mitochondriale avec le tissu adipeux 
SC pourrait s’expliquer par l’implication d’une autre voie de signalisation que la voie RAS-
MAPK selon les tissus, mais aussi, par une gestion différentielle des substrats entre les 
différents tissus (cf. Discussion générale). 
 
 
Ces travaux permettent ainsi de comprendre une partie des mécanismes métaboliques 
énergétiques associés au SN, et notamment de la contribution probable du tissu adipeux beige 
à l’augmentation de la dépense énergétique. Bien que la mécanistique cellulaire sous-jacente 
reste à compléter, la mutation SN D61del induit une modification de la différenciation 
adipocytaire mais touche aussi la fonction et la dynamique mitochondriale. Cette étude de 
thèse devient ainsi une ouverture pour de nouvelles perspectives quant à l’étude de 






























Figure Supplémentaire 1 : Les souris SN âgées de 10-15 semaines ont une augmentation de leur dépense 
énergétique normalisée, mais moins marquée que les souris plus âgées 
(A) Des souris WT et SN âgées de 10 à 15 semaines (26<n<32) ont été maintenues en régime standard et la 
dépense énergétique a été analysée par calorimétrie indirecte durant 24h (PhenoMaster). (B) Poids des souris 
WT et SN. (C) Corrélation entre la dépense énergétique et le poids (D) Les données de dépense énergétique ont 
été ré-analysées avec une normalisation par rapport au poids des souris. (E, F, G) Le quotient respiratoire, la prise 
alimentaire et l’activité locomotrice spontanée des souris ont aussi été calculés pendant l’expérience de 
calorimétrie indirecte. Tests statistiques : test de Student en série appariées pour les analyses de calorimétrie et 
de télémétrie, test de Student pour les analyses de poids, de composition corporelle et de prise alimentaire, t : 








Figure Supplémentaire 2 : Augmentation de l’expression de gènes hypoxiques et tendance à l’augmentation 
du lactate extracellulaire des cellules MEFs SN SHP2-D61del 
(A) Une extraction d’ARN et une qPCR ont été réalisées sur les cellules MEFs adénofectées (GFP ou SHP2-D61del) 
pour évaluer l’expression des gènes indiqués (n=5). Test statistique : test de Student : * p <0.05 ; *** p <0.001. 
(B) Un dosage du lactate extracellulaire a été réalisé grâce à un lactatomètre sur le milieu des cellules MEFs 
adénofectées (GFP ou SHP2-D61del). Les concentrations ont été normalisées par rapport au nombre de cellules 















Matériels et méthodes 
 
Produits et réactifs : Les anticorps anti-Phospho-ERK1/2, anti-Phospho-DRP1 et anti-Mfn2 
sont fournis par Cell Signaling Technology, l’anticorps anti-Tubuline par Sigma, les anticorps 
secondaires anti-immunoglobulines de souris et de lapin couplés à la peroxydase par Sigma. 
Les produits chimiques courants et les réactifs de biologie moléculaire et de biochimie sont 
fournis par Sigma, et les réactifs de culture cellulaire par Invitrogen et Sigma. 
 
Modèle murin : Un modèle murin du SN, portant à l’état hétérozygote la mutation D61G de 
SHP2, a été obtenu par collaboration avec l’équipe de B. NEEL (Araki et al., 2004 ; De Rocca 
Serra et al., 2012). Les animaux sont maintenus sous fond génétique mixte B6x129Sv, par 
croisement d’un mâle SHP2D61G/+ avec une femelles F1 B6x129Sv et sont élevés dans une 
zootechnie SOPF avec un cycle jour/nuit de 12h /12h. Des animaux mâles SHP2D61G/+ et leurs 
frères SHP2+/+ issus de mêmes portées ont été comparés. 
 
Phénotypage et tests in vivo :  
 
- Régimes alimentaires : Les souris sont maintenues en régime standard (Normal Diet, 
ND) ou placées sous un régime riche en graisse (High Fat Diet, HFD 45%) à l’âge de 10 
semaines. 
- Calorimétrie indirecte : Les souris, préalablement individualisées pendant une période 
d’acclimatation à la cage métabolique, sont placées dans un cabinet de calorimétrie 
indirecte (PhenoMaster) pendant une durée minimale de 48h.  A l’issue des 24 
premières heures considérées comme de l’acclimatation à leur nouvel environnement, 
la dépense énergétique, le quotient respiratoire, la prise alimentaire et hydrique, et 
l’activité locomotrice spontanée ont été déterminés.  
- Composition corporelle : La proportion de masses grasse et maigre des souris WT et SN 
a été mesurée grâce à un EchoMRI à des âges différents. 
- Télémétrie : Des sondes ont été implantées par chirurgie dans l’abdomen des animaux 
(Sophie Le Gonidec, Service de Phénotypage, US006) et leur température interne a été 






- Résistance au froid : Les souris individualisées ont été placées dans une chambre froide 
(4°C) pendant 4h et la température rectale a été mesurée à différents temps (0h, 2h, 
4h). 
- Thermoneutralité : Les souris, préalablement individualisées dans les cages 
métaboliques, ont été placées à thermoneutralité (30°C) et leur température a été 
mesurée par télémétrie sur 24h. 
- Traitement pharmacologique : Des souris WT et SN ont été réparties dans des groupes 
homogènes du point de vue du poids, de la composition corporelle et de la dépense 
énergétique. Les souris ont été injectées en position intra-péritonéale. 
ð PD0325901 (inhibiteur de MEK1 ; 1mg.kg-1.jour-1) ou véhicule (HPMC 0,5%, 
Tween80 0,2%) en contrôle tous les jours durant 4 semaines. 
ð Leptine (2mg.kg-1.jour-1) ou véhicule (PBS : phosphate buffer saline) en 
contrôle tous les jours durant 2 semaines. 
 
Extraction d’ADN/d’ARN et qPCR : À partir de cellules récupérées dans du Qiazol ou à 
partir de tissu récolté lors de sacrifices de souris, les ARN totaux ont été extraits grâce au 
kit de purification « molecular biology » de Thermo Scientific et l’ADN total extrait à partir 
du kit « DNeasy®Blood and Tissue kit » de Qiagen, puis dosés au Nanodrop. Pour l’ARN, 
une quantité fixe est réverse transcrite en ADN complémentaire (ADNc) en présence de 
réverse transcriptase et d’hexamères dans un thermocycleur. Les séquences d’intérêt 
d’ADN et d’ADNc ont ensuite été amplifiées au Viia7 en présence de MESABLUE 
(MasterMix Plus for SYBR® assay) et d’amorces adéquates (Eurogentec). 
 
o Cycle de réverse transcription : 
1. Hybridation à 25°C pendant 10 minutes. 
2. Élongation à 37°C pendant 60 minutes. 
3. Inactivation de la réverse transcriptase à 85°C pendant 5 minutes. 
4. Pause à 10°C. 
o Cycle de qPCR : 
1. Dénaturation de l’ADNc, activation de la polymérase et hybridation de 
l’amorce à 95°C. 






AMORCES  SENS ANTI-SENS 
mβ2-μglobulin  CACTGACCGGCCTGTATGC GGGTGGCGTGAGTATACTTGAATT 
m36B4  AGTCGGAGGAATCAGATGACGAT GGCTGACTTGGTTGCTTTGG 
mGAPDH  TGCACCACCAACTGCTTAGC GGCATGGACTGTGGTCATGAG 
mPGC1α  AAAGGATGCGCTCTCGTTCA GGAATATGGTGATCGGGAACA 
mPGC1β  TTGAGGTGTTCGGTGAGATTGTAG GAAGGTGATAAAACCGTGCTTCTG 
mTFAM  GCACCCTGCAGAGTGTTCAA CGCCCAGGCCTCTACCTT 
mNrf1  CAGACACGTTTGCTTCGGAAA GTCCCACTCGCGTCGTGTA 
mUCP1  CCTGCCTCTCTCGGAAACAA TGTAGGCTGCCCAATGAACA 
mUCP2  CCTCAAAGCAGCCTCCAGAA TCAATCGGCAAGACGAGACA 
mUCP3  TGCTGGAGTCTCACCTGTTTACTG ACAGAAGCCAGCTCCAAAGG 
mPrdm16  CAGCACGGTGAAGCCATTC GCGTGCATCCGCTTGTG 
mElovl3  GGACCTGATGCAACCCTATGA TCCGCGTTCTCATGTAGGTCT 
mAdiponectin  TGGAATGACAGGAGCTGAAGG TATAAGCGGCTTCTCCAGGCT 
maP2  TTCGATGAAATCACCGCAGA GGTCGACTTTCCATCCCACTT 
mHSL GACCATCAACCGACCAGGA AGCAGCCTTTGTGTAGCGTG 
mPref1  GCTGGGACGGGAAATTCTG TCCAGGTCCACGCAAGTTC 
mPPARα  TGGCAGCAATATCAGAGGTAGATTC ATCATATCAAAGGAGCTGCCAAA 
mPPARy1/2  CCGAAGAACCATCCGATTGA TTTGTGGATCCGGCAGTTAAG 
mHIF1α  AATGCCAGATCACAGCACATTC  GCAATGCAATGGTGAAATGC  
mVEGFR  ACTGCAGTGATTGCCATGTTCT CCTTCATTGGCCCGCTTA 
mR adr.β3  GCCTCTCCGTCGTCTTCTGTG TTCATAGCCATCAAACCTGTTGAG 
hLRP10  GCTCTCCTACAGCCAAGATTGG  GCGCTGGACAGCAGATACAC  
hUCP1  ACCCACAGAGGTCGTGAAAG  GAGGTTTGATTCCGTGGAGA  
hElovl3  ACCAAGAGGCTGGGCTTAGT  AACCATGCAGGTAAGGCAAC  
hTmem26  ATTCCCCAGCCTGTTCTTTT  TGATTCCGATGTTCCACAGA  
 
Adénofection : Lorsque indiqué, les cellules sont mises en présence d’adénovecteur GFP, GFP-
SHP2 WT ou GFP-SHP2 D61del à une concentration de 300 MOI dans du milieu sans serum et 
sans antibiotiques pendant 3h. A l’issue de l’incubation, les cellules sont lavées avec du PBS 






Culture cellulaire : Des cellules provenant de FSV de tissu adipeux sous-cutané, une lignée de 
MEFs ou de cellules hMADS sont cultivées à 37°C et 5% de CO2 dans un milieu de culture 
complet adéquat (FSV : DMEM-F12 (Gibco) ; MEFs : DMEM « high glucose 4500mg/mL »), 
additionné de 10% de sérum de veau fœtal et d’antibiotiques (pénicilline / streptomycine). 
o Lignée MEFs : Une lignée cellulaire a été préalablement établie à partir de fibroblastes 
embryonnaires murins (Mouse Embryonic Fibroblasts, MEFs) et immortalisée. Ces 
MEFs sont transduites avec des adénovecteurs exprimant exprimant la GFP ou le 
mutant D61del de SHP2 ainsi que la GFP. 48h heures après la transduction, les cellules 
sont ensemencées dans différents types de plaque selon l’expérimentation envisagée. 
o Lignée hMADS et trans-différenciation beige : Les cellules sont ensemencées à 35.000 
cellules/mL dans des plaques 12 puits. Durant 7 jours et jusqu’à confluence, les cellules 
sont cultivées dans un milieu de prolifération (DMEM faible en glucose (1g/L), facteur 
de croissance FGF2 (2,5ng/mL), sérum de veau fœtal (10%), L-Glutamine (2mM), HEPES 
(5mM), Pénicilline (10000U/mL)/Streptomycine(10000μg/mL) (0,5%). A noter que 24h 
avant la différenciation, le FGF2 est retiré du milieu. La différenciation est alors induite 
pendant 10 jours par un milieu spécifique contenant du milieu de prolifération sans 
sérum / milieu Ham’s F12 (50/50), de l’insuline (10nM), de la transferrine (10μg/mL), 
de la T3 (0,2nM), et de la rosiglitazone (0,1μM). Pendant les trois premiers jours 
seulement, le milieu est supplémenté en IBMX (100μM) et Dexaméthasone (1μM) qui 
activent les facteurs de transcription de la famille C/EBP, nécessaires aux premiers 
stades de différenciation. Au jour 10, la rosiglitazone est enlevée et les cellules sont 
transduites avec les adénovecteurs GFP, SHP2 WT ou SHP2 D61del (200MOI). Aux jours 
14 et 16, de la rosiglitazone (0,1 μM) est ajoutée au milieu afin d’induire une trans-
différenciation adipocytaire beige. Les cellules sont collectées aux jours 15, 16, 17 et 
18 (Protocole fourni par l’équipe du Pr D.Langin, équipe 4, INSERM-UMR1048-I2MC). 
o Culture primaire de cellules de FSV et différenciation adipocytaire : Des souris WT et 
SN (exprimant le mutant D61G de SHP2) sont sacrifiées, puis leur tissu adipeux sous-
cutané est récupéré et digéré par la collagénase (cf.méthode de la lipolyse). La fraction 
stromale vasculaire (FSV) est séparée des adipocytes par centrifugation. Après lyse des 
hématies puis re-suspension de la FSV dans du milieu de culture, les cellules ont été 






et gentamycine. Après trois jours de prolifération, la différenciation en adipocytes est 
induite par ajout d’un cocktail spécifique [Biotine (33μM)/Panthoténate (17 μM), 
Transferrine (0.1μg/mL), Insuline (66nM), T3 (1nM)]. Enfin, ces cellules sont 
récupérées aux jours 0 et 7 (J0 et J7) de différenciation. 
 
Préparation d’échantillons protéiques : Les cellules sont lysées dans du tampon de lyse Whole 
cell extract (20 mM HEPES ; 25% glycérol ; 15 mM NaF ; 0,4 M NaCl ; 1 mM EDTA ; 0,1% NP40) 
additionné d’inhibiteurs de protéases et de phosphatases. Ensuite, un dosage au réactif de 
Bradford (BioRad Protein Assay) par spectrophotométrie à 595 nm est réalisé et les lysats sont 
préparés dans du Laemmli Sample Buffer en ajustant les volumes pour normaliser les 
concentrations. 
  
Immunoempreinte (Western blot) : Les lysats cellulaires sont déposés sur un gel SDS-PAGE 
pour séparer les protéines selon leur masse moléculaire. Les protéines du gel sont ensuite 
transférées sur membrane de nitrocellulose. La qualité du transfert est vérifiée au rouge 
Ponceau et la membrane est saturée pendant 1h dans du TBS supplémenté en Tween 20 à 
0,05% (TBST) - BSA 5%. Une incubation sur la nuit à 4°C est réalisée dans un anticorps primaire. 
Le lendemain, trois lavages au TBST sont effectués, la membrane est incubée dans une 
solution d’anticorps secondaires puis lavée trois fois. Les immunoempreintes sont ensuite 
révélées dans une solution de Clarity western ECL substrate (Biorad) grâce au dispositif 
Chemidoc. 
 
Dosage ELISA des catécholamines plasmatiques et du FGF21 : Sur du sang frais issu de souris 
WT et SN, les plasmas sont isolés par centrifugation à 4°C et une extraction suivie d’un dosage 
de catécholamines plasmatiques (adrénaline et noradrénaline) est réalisé à l’aide du kit 2-CAT 
(A-N) Research ELISA (LDN). Les absorbances de ces paramètres sont lues à 450 nm grâce à un 
spectrophotomètre et le bruit de fond (lu à 620 nm) a été soustrait. Les concentrations sont 
enfin calculées à l’aide d’une courbe polynomiale permettant de transformer les valeurs 
d’absorbance en valeurs de concentration, à partir des mesures logarithmiques de la gamme 
pré-établie du kit. De la même façon, le FGF21 est dosé à l’aide d’un kit ELISA spécifique 








o (Seahorse®, Agilent) : Les cellules MEFs transduites avec des adénovecteurs 
« contrôle-GFP » ou « SN-D61del » sont ensemencées à 85000 cellules/mL dans une 
plaque 24 puits adéquate. Ainsi, la consommation d’oxygène cellulaire est mesurée 
grâce à un appareil d’oxygraphie (Seahorse®, Agilent) piloté par le logiciel Wave. Des 
inhibiteurs spécifiques de la chaîne de transport des électrons mitochondriale sont 
alors ajoutés successivement afin de déterminer la consommation d’oxygène à 
différentes étapes de la machinerie métabolique. Les cellules sont ensuite récupérées 
et lysées pour réaliser un dosage protéique et normaliser les valeurs de consommation 
d’oxygène obtenues. 
o Oroboros O2k, Bioblast : La consommation d’O2 par différents tissus a été mesurée 
grâce à l’utilisation d’un Oroboros oxygraphe après optimisation des quantités de 
tissus et des conditions de perméabilisation pour chaque tissu. 
-  tissus adipeux sous-cutané et péri-gonadique : 20mg, saponine 12,5ng/mL 
 -  foie : 5mg, saponine 25ng/mL  
 -  BAT : 10 mg, saponine 25ng/mL 
 - muscle squelettique : 10 mg, saponine 25ng/mL après dissection des fibres 
 
Plusieurs composants sont ensuite ajoutés pour activer les différents complexes 
mitochondriaux (Complexe I : Glutamate + Malate ; Complexe II : Roténone + Succinate ; 
Complexe IV : antimycine A + ascorbate/TMPD). Du CCCP (25ng/mL) est ajouté pour 
déterminer la respiration maximale du tissu adipeux sous-cutané. Les résultats ont été 
normalisés par rapport aux poids des tissus.  
 
Lipolyse : Le tissu adipeux sous-cutané et péri-gonadique des souris WT et SN est prélevé puis 
émincé et digéré pendant une trentaine de minutes à la collagénase (v/v Collagénase A, 
1mg/mL 2%BSA, Roche® 10103586001) sous agitation à 37°C. Puis, le digestat est filtré (filtre 
150μm) grâce à un tampon contenant des sels (KRBHA/BSA). La fraction flottante d’adipocytes 
et la FSV sont séparées et encore lavées. Un volume constant d’adipocytes est ensuite incubé 






non stimulée) ou stimulés avec de l’isoprotérénol (10-6M, 10-7M ou 10-8M). La réaction est 
arrêtée sur glace. Le dosage du glycérol libéré est réalisé en présence du réactif « free glycerol 
reagent (Sigma F6428) » durant 20 minutes à température ambiante. Sa détection est ensuite 
réalisée à 540nm grâce à un spectrophotomètre et les valeurs sont normalisées par un dosage 
lipidique selon la méthode de Dole. 
 
Immunohistochimie : Les tissus ont été fixés en 10% de formaline durant 24h puis incubés 
dans de l’éthanol 75% à 4°C. Des sections longitudinales (4 μm) (passant par le ganglion 
lymphatique) de tissu adipeux sous-cutané ont été incluses en paraffine et marquées à l’aide 
d’hématoxyline-éosine ou avec un anticorps primaire anti-UCP1 (Abcam) révélé grâce à une 
méthode de réaction chimique (SignalStain® Boost, HRP, Cell Signaling Technology). Les 
images ont été prises respectivement au Nanozoomer, Hamamatsu (section entière) ou bien 
avec un microscope Nikon Eclipse TE2000-U, x10. 
 
Microscopie optique, à fluorescence et en super-résolution confocale : 
o Des photographies des cellules MEFs transduites ont été prises au microscope 
Nikon Eclipse TE2000-U en lumière blanche et en fluorescence à un 
grossissement x20 grâce au logiciel Lucia G. 
o Des photographies des cellules issues de la FSV ont été prises au microscope 
Nikon Eclipse Ti en lumière blanche à un grossissement x20 grâce au logiciel 
NIS-Element AR. 
o  Des photographies de cellules MEFs transduites et marquées au 
MitoTracker®Red CMXRos (Thermofisher) ont été prises avec le microscope 
Zeiss Elyra PS.1 selon une technique de super-résolution confocale. 
 
Traitement et analyses de données : Les données acquises ont été traitées à l’aide du 
logiciel GraphPad Prism 5 ou 7 et exprimées en moyenne ± SEM. La significativité a été 
déterminée grâce à un test t de Student avec une correction de Welch en cas d’inégalité 
des variances, et en séries appariées lorsque nécessaire. Pour certaines données, un test 
two-way ANOVA a été utilisé. Les analyses ANCOVA de la dépense énergétique ont été 






composition corporelle en covariables. Les p-values inférieures à 0,05 sont considérées 
comme significatives (non significatives (ns) p > 0.05 ; * p < 0,05 ; ** p < 0,01 ; *** p < 













































Discussion générale : hypothèses et perspectives 
 
 
Les travaux obtenus au cours de cette thèse ont permis de documenter un phénotype 
métabolique complexe associé au SN, associant une modification de la dépense énergétique, 
des altérations du tissu adipeux et des perturbations de la fonction mitochondriale différentes 
selon les tissus considérés. Ces données ouvrent de nombreuses perspectives quant aux 
mécanismes permettant d’expliquer ce phénotype, mais aussi aux conséquences qu’il peut 
avoir sur la physiopathologie du SN, et aux retombées éventuelles au-delà du contexte des 
maladies rares. 
 
1. Le SN pourrait être associé à une gestion différentielle des substrats énergétiques 
 Les résultats obtenus au cours de ce travail de thèse appuient l’hypothèse d’une 
gestion différentielle des substrats glucidiques et lipidiques qui pourraient expliquer les 
différences mitochondriales/métaboliques observées entre le tissu adipeux SC et les 
tissus/cellules « non adipeux » (muscle, foie, MEFs). 
En effet, l’augmentation du quotient respiratoire observée chez les animaux en régime 
normal traduit une utilisation préférentielle du glucose (Figure 1G). Nous remarquons de plus 
qu’il existe un décalage du quotient respiratoire des souris SN, qui semble précéder la période 
d’activité et d’alimentation des animaux (nuit). Cela pourrait s’expliquer par des perturbations 
du rythme circadien et de certaines productions hormonales associées chez les animaux SN. 
Il est alors par exemple intéressant de remarquer que l’hormone orexine est connue pour 
réguler l’homéostasie glucidique. En effet, les neurones orexines sont actifs en période 
d’activité et leur excitation induit une élévation de la production et de l’utilisation de glucose 
par les tissus périphériques (Tsuneki et al., 2012). 
D’autre part et de façon surprenante, des analyses complémentaires de calorimétrie 
indirecte d’animaux WT et SN âgés d’environ 20 semaines et mis en régime gras (45%) 
montrent une moindre augmentation de la dépense énergétique des animaux SN, alors que 
leur activité spontanée est sensiblement augmentée, probablement du fait du fort écart de 
poids (environ 20 g). De façon notable, une analyse ANCOVA sur ces cohortes révèle que la 






0,03 Kcal/h vs 0,505 +/- 0,02 Kcal/h). Ces résultats pourraient être évocateur d’une utilisation 
préférentielle des substrats glucidiques, au détriment des substrats lipidiques, bien que dans 










Figure A : Les souris SN maintenues en régime gras ne présentent pas d’augmentation plus forte de la 
dépense énergétique qu’en régime standard 
(A) Des souris WT et SN âgées de 20 à 24 semaines (8<n<14) ont été maintenues en régime HFD 45% et la dépense 
énergétique a été analysée par calorimétrie indirecte durant 24h (PhenoMaster). (B) Poids des souris WT et SN. 
(C) Corrélation entre la dépense énergétique et le poids. (D) Les données de dépense énergétique ont été ré-
analysées avec une normalisation par rapport au poids des souris. (E, F, G) Le quotient respiratoire, la prise 
alimentaire et l’activité locomotrice spontanée des souris ont aussi été calculés pendant l’expérience de 
calorimétrie indirecte. Tests statistiques : test de Student en série appariées pour les analyses de calorimétrie et 
de télémétrie, test de Student pour les analyses de poids, de composition corporelle et de prise alimentaire, t : 
* p <0.05; ** p <0.01 ; *** p <0.001 ; **** p <0.0001. 
 
En ce sens, lorsque nous procédons à l’activation du complexe II mitochondrial grâce 
à l’utilisation de succinate (pour mimer l’utilisation de dérivés lipidiques, c’est-à-dire FADH2) 
dans le foie d’animaux SN mis à jeun, la respiration mitochondriale semble diminuer par 
rapport à celle des WT (Figure B). Mis ensemble et bien que ces résultats doivent être 
confirmés, cela révèle un défaut des tissus SN à utiliser des substrats lipidiques.  
 Une étude récente utilisant des souris modèles du SC (HRASG12S/+) à jeun suggère 
d’ailleurs une altération de l’oxydation mitochondriale des acides gras associée à une 
augmentation d’acides gras sanguins (Oba et al., 2018). De plus, une autre étude identifie des 
taux effondrés de carnitine et des défauts d’oxydation des lipides, dans une petite cohorte de 




Figure B : Diminution de l’activité du complexe II mitochondrial dans le foie de souris SN à jeun 
Dans le foie de souris WT et NS (n=4) âgées d’environ 20 semaines, la consommation d’O2 a été mesurée grâce 
à un oxygraphe (Oroboros), à la suite d’une stimulation au succinate. Les résultats ont été normalisés par rapport 







 Néanmoins, une étude menée en parallèle au laboratoire ne révèle pas d’élévation des 
acides gras sanguins ni de dépôts ectopiques de lipides dans les souris SN (Paccoud et al., en 
révision, annexe 2). Cela pourrait éventuellement être expliqué par un cycle futile au niveau 
des dépôts adipeux, une excrétion augmentée ou une utilisation ciblée de ces lipides par 
certains types cellulaires, notamment par le tissu adipeux beige, mais aussi par des cellules 
inflammatoires, dont nous avons pu observer l’accumulation dans les tissus métaboliques des 
souris SN, et qui semblent porter une signature d’utilisation accrue de lipides (Paccoud et al., 
en révision, annexe 2). Bien que hautement spéculatif, cette utilisation ciblée, associée à un 
défaut d’utilisation dans d’autres tissus (foie, muscle), expliquerait que les animaux SN aient 
un profil lipidique et un quotient respiratoire semblables aux animaux WT en régime HFD. 
Il serait intéressant de comparer les profils de calorimétrie d’animaux challengés de 
façon aigue par un bolus de glucose ou de lipides pour évaluer cette hypothèse. De plus, pour 
évaluer la gestion des substrats énergétiques chez les souris SN, nous proposons d’injecter 
des animaux avec des substrats radiomarqués (glucose-H3 et palmitate-C14) afin de tracer 
leur utilisation par les différents tissus en dosant la radioactivité incorporée dans chacun 
d’entre eux. 
 De façon intéressante, en terme de mécanistique, une étude récente démontre que 
l’absence de Neurofibromine, protéine dont l’inactivation est responsable de la NF1, un autre 
membre de la famille des Rasopathies, en induisant  une hyperactivation des kinases ERK1/2, 
permet la phosphorylation et le recrutement de la protéine chaperonne TRAP1 et l’inhibition 
subséquente de la succinate déshydrogénase ; cette enzyme permet notamment la 
conversion de dérivés de lipides de la β-oxydation (FADH2 en FAD) pour activer le complexe II 
mitochondrial (Masgras et al., 2017). En lien avec nos résultats préliminaires (Figure B), nous 
souhaitons déterminer si dans les tissus de souris SN, ou les cellules exprimant des mutants 
SN de SHP2, il existe une hyperphosphorylation de TRAP1, qui pourrait expliquer la mauvaise 










2. Une hypersensibilité à la leptine, responsable de l’augmentation de la dépense 
énergétique des souris SN ? 
 Le métabolisme énergétique, et notamment la dépense énergétique, sont contrôlés 
au niveau central par l’action de la leptine, une hormone principalement sécrétée par le tissu 
adipeux et connue pour être satiétogène et augmenter la dépense énergétique. Nous avons 
initialement écarté l’hypothèse d’une contribution forte de la leptine, dans la mesure où les 
résultats du laboratoire montrent que sa concentration plasmatique est considérablement 
réduite chez les patients et les souris SN ce que nous avons relié à l’adiposité réduite des sujets 
SN et qui devrait être associé à un phénotype de prise alimentaire augmentée/dépense 
énergétique diminuée. Cependant, il est bien établi que SHP2 joue un rôle positif dans 
signalisation en aval du récepteur à la leptine, notamment en activant la voie RAS/MAPK. En 
effet, l’inactivation neuronale de SHP2 se traduit par une hyperphagie et une diminution de la 
dépense énergétique des animaux, tandis que l’expression d’un mutant hyperactif de SHP2 
dans l’hypothalamus conduit à un phénotype maigre et une dépense énergétique augmentée 
((He et al., 2012) ; (Zhang et al., 2004) ; (Do carmo et al., 2014)). Aussi, l’hypothèse d’une 
hypersensibilité à la leptine pourrait expliquer l’augmentation de dépense énergétique, la 
réduction d’adiposité et l’hypoleptinémie observée dans le contexte du SN. Quant à la prise 
alimentaire, bien qu’elle ne soit pas diminuée dans notre modèle murin, il est intéressant de 
noter que les patients SN présentent des difficultés d’alimentation dans les premières années 
de vie, justifiant une nutrition parentérale dans 30% des cas.  
 Appuyant l’hypothèse d’une sensibilité accrue à la leptine, une expérience pilote de 
traitement chronique durant deux semaines par de la leptine a montré que les souris SN 
semblaient être plus sensibles que les WT à la leptine avec une tendance à la hausse de leur 
dépense énergétique. On ne retrouve cependant pas de réduction significative de la prise 













Figure C : La dépense énergétique des souris SN semble être plus sensible à un traitement à la leptine que les 
souris WT, sans modification significative de la prise alimentaire 
Des souris WT et SN âgées de 16 semaines (n=8 pour chaque génotype, répartis en 2 groupes homogènes) ont 
reçu un traitement quotidien de de leptine (2mg/Kg/jour) pendant 2 semaines par injection intrapéritonéale, ou 
de PBS (contrôle). (A) Grâce à une technique de calorimétrie indirecte, la dépense énergétique des animaux a 
été mesurée et normalisée par rapport au poids des animaux. Les moyennes individuelles ont été comparées. 
(B) La prise alimentaire a été déterminée et normalisée par rapport au poids des animaux. Test statistique : test 
de Student : ** p <0.01. 
 
De manière remarquable, cette hypothèse est également soutenue par les 
observations cliniques d’un patient SN atypique, récemment diagnostiqué. Ce patient 
présente un tableau clinique de SN (cardiopathie, retard de croissance, dysmorphie, JMML), 
mais de façon étonnante un phénotype obèse et une hyperleptinémie. L’analyse génétique 
confirme une mutation de PTPN11 type SN mais aussi une mutation du récepteur de la leptine 
(Db) qu’une complémentation en leptine ne peut corriger (communication personnelle, Dr. T. 
Edouard, Hôpital des enfants, Toulouse). Cette association génétique révèle donc que le 
phénotype maigre et l’hypoleptinémie associés à l’hyperactivation de SHP2 dans le contexte 
du SN sont consécutifs à une hypersensibilité à la leptine, qui est neutralisée par la mutation 
Db (Figure D). Il serait intéressant pour confirmer cette hypothèse de croiser des animaux SN 
avec des animaux Db et d’en analyser le phénotype métabolique (adiposité, énergétique…), 





















3. Conséquences physiopathologiques des modifications du tissu adipeux et du 
métabolisme énergétique dans les Rasopathies 
 
 L’identification d’une dépense énergétique augmentée, d’un défaut d’adiposité, cause 
ou conséquence d’une hypoleptinémie, et d’un phénomène de beigisation pose également la 
question du lien possible entre ces altérations et certains traits cliniques de ces maladies.  
 
a. Beigisation et amélioration du métabolisme glucidique et insulinique ? 
 La beigisation a été associée à une amélioration de la gluco-tolérance mais aussi de 
l’insulino-résistance (Chondronikola et al., 2014). Il serait alors logique de penser que le 
phénomène de beigisation qui apparaît dès l’âge de 20 semaines chez les souris SN pourrait 
être associé à une amélioration du métabolisme glucidique, ce qui est d’ailleurs suggéré par 
l’augmentation du quotient respiratoire. Or, l’analyse approfondie du métabolisme glucidique 
chez nos souris SN, de même que chez des patients SN-PTPN11, révèle une gluco-intolérance 
et une résistance à l’insuline (Paccoud et al., en révision, annexe 2). Ce phénotype est lié à une 
inflammation des tissus métaboliques et apparaît peu dépendant de la voie RAS-MAPK. 
Toutefois, il semble s’atténuer avec l’âge des animaux, et est notamment moins marqué 
lorsque le phénotype de beigisation se développe. Il est donc possible d’envisager que la 
beigisation observée dans ce modèle murin vienne contrecarrer l’insulino-résistance induite 
par les mutants hyperactifs de SHP2. A l’appui de cette hypothèse, un modèle de SN-LM, 
associé à des mutations hypoactivatrices de SHP2, présente une meilleure tolérance au 
glucose. De façon intéressante, un profil de beigisation, lié à une hyperactivation de la voie 
RAS-MAPK, s’installe également chez ce modèle murin, de manière concomitante avec une 
exacerbation de leur tolérance au glucose. Alternativement, étant donnée la diminution de la 
fonction métabolique (ici, mitochondriale) dans les autres tissus métaboliquement actifs 
(muscle, foie), il serait également possible que l’insulino-résistance perdure dans le contexte 
du SN malgré l’apparition de la beigisation.  
 Enfin, outre l’effet de la beigisation du tissu adipeux, une réduction ou une 
modification des propriétés du tissu adipeux blanc peut altérer la sécrétion des adipokines. 
Etant intimement impliquées dans l’insulino-sensibilité pour certaines, il serait évident 
d’entrevoir un lien entre une altération du profil des adipokines et l’insulino-résistance dans 







b. Re-distribution des flux énergétiques et retard de croissance? 
Les anomalies métaboliques documentées au cours de ce travail de thèse pourraient être 
à rapprocher au retard staturo-pondéral associé au SN. La beigisation pourrait ainsi être 
contributive à l’augmentation de la dépense énergétique du fait d’une activité mitochondriale 
accrue thermogénique dans le tissu adipeux d’une part, mais aussi, au faible IMC avec une 
atténuation du stockage lipidique dans les adipocytes beiges. De plus, une part importante de 
l’énergie puisée par l’organisme entier a lieu dans le tissu adipeux lors de la beigisation, 
éventuellement au détriment d’autres tissus. Dans ce sens et de façon plus générale, il est 
bien admis qu’une augmentation du métabolisme de base a lieu au détriment de la croissance. 
Il serait alors par exemple intéressant d’imaginer que le retard de croissance des patients soit 
en partie dû à une délocalisation de l’apport énergétique vers le tissu adipeux beige. Par 
ailleurs, certains tissus/cellules semblant présenter une certaine « faiblesse » mitochondriale, 
il est possible d’envisager que les capacités trophiques de certains tissus (muscles, os) soient 
altérées.  
c. Leptine, métabolisme énergétique et cardiomyopathie hypertrophique ? 
 Environ 30% des patients SN sont touchés par une cardiomyopathie hypertrophique 
(CMH). Or, des liens étroits entre un manque de leptine chez des souris ob/ob et une 
hypertrophie des cardiomyocytes a déjà été documentée (Barouch et al., 2003). Aussi, la 
réduction des taux de leptine sécrétée observée chez les souris et les patients SN pourrait 
participer à l’évolution des cardiopathies. Il faudrait dans ce cas considérer que le 
cardiomyocyte ne soit pas hypersensible à la leptine, et que SHP2 ne soit pas recruté au niveau 
de son récepteur par exemple. Il serait donc intéressant d’évaluer si un traitement chronique 
par de la leptine permet d’améliorer leur fonction cardiaque. Par ailleurs, une caractéristique 
métabolique de l’hypertrophie cardiomyocytaire est un shift métabolique vers le glucose. En 
effet, alors qu’en situation saine, le cœur utilise préférentiellement les lipides, la CMH est 
associée à un catabolisme glucidique élevé, avec une inhibition des cascades 
transcriptionnelles promouvant l’oxydation des acides gras et du métabolisme mitochondrial 
OXPHOS. Le cœur hypertrophique adopte alors un métabolisme glycolytique et augmente sa 








4. La dysfonction mitochondriale : au cœur d’altérations majeures retrouvées dans le 
SN ? 
 
a. Les cardiopathies 
 A côté de la communication entre le tissu adipeux et le tissu cardiaque et du shift 
métabolique mentionnés ci-dessus, il serait à l’avenir intéressant d’évaluer la possibilité d’une 
dysfonction mitochondriale comme composante des cardiopathies associées au SN, dans la 
mesure où il est largement établi qu’une perte de l’homéostasie énergétique cardiaque est un 
facteur causal majeur de différentes pathologies cardiaques (Horowitz et al., 2010). Une 
ouverture d’étude serait de savoir si une anomalie de biogenèse mitochondriale (ADN 
mitochondrial, PGC1…) et/ou des dysfonctions mitochondriales (respiration, déséquilibre 
fusion/fisson…) sont présentes dans les cardiomyocytes hypertrophiques de souris SN, et dans 
des iPSCs de patients reprogrammés en cardiomyocytes. Il serait également judicieux 
d’effectuer des recherches sur la possible accumulation de produits délétères pouvant 
participer à l’aggravation de la CMH (espèces réactives de l’oxygène, céramides) résultant 
d’une hyperactivité mitochondriale. Concernant les évènements en amont qui pourraient 
promouvoir ces dysfonctions, une hyperactivation d’AMPK, retrouvée dans des formes 
familiales de CMH (Blair et al., 2001), pourrait être recherchée, de même qu’un effet cellulaire 
de l’hyperactivation de la voie Ras-MAPK.  
 
b. La force musculaire 
Les résultats de ces travaux de thèse montrent une tendance à la diminution de la 
fonction et de la densité mitochondriale dans le muscle squelettique (ici, gastrocnémien). 
Néanmoins, ce paramètre pourrait varier selon le type métabolique des différentes fibres 
musculaires (glycolytique / oxydatif).  
Une réduction de la fonction mitochondriale dans les cellules musculaires 
squelettiques, générant un déficit énergétique, pourrait très certainement être causale d’une 
faiblesse musculaire. Un phénotype de faiblesse musculaire a d’ailleurs été rapporté chez des 
patients atteints de Rasopathies (Stevenson et al., 2012). Ce trait a aussi été confirmé sur 






une réduction de la force musculaire de ces souris dans une expérience de « grip-test », 
associée à une réduction de la taille des fibres musculaires. De plus, des analyses d’expression 
génique révèlent une élévation de marqueurs de sénescence, qui pourraient potentiellement 
être associés à une haute proportion d’espèces réactives de l’oxygène mitochondriales. Le lien 
altération de la fonction mitochondriale–production d’espèces réactives de l’oxygène pourrait 
alors être étudié. 
 
5. Perspectives thérapeutiques  
Ces travaux de thèse permettent d’envisager, bien évidemment à très long terme, 
différentes stratégies thérapeutiques ciblant les anomalies énergétiques associées au SN, 
mais aussi, au-delà du SN, visant à mimer ces dysfonctions.  
D’une part, dans le contexte du SN, il peut paraître important de réverser certaines 
anomalies métaboliques, soit pour leur effet délétère direct, soit pour leurs éventuelles 
conséquences indirectes. Par exemple, au vu de l’éventuelle hypersensibilité du tissu adipeux 
aux catécholamines (Figure 4B), l’utilisation de β-bloquants pourrait permettre de normaliser 
leur beigisation et ses éventuelles conséquences physiopathologiques. De manière 
remarquable, les β-bloquants sont des médicaments déjà utilisés en clinique dans le cadre du 
SN, notamment nécessaires pour traiter des cas de cardiopathies. Néanmoins, leur effet sur 
l’adiposité de ces patients n’a encore jamais été évalué. De plus, il pourrait être pertinent de 
tenter de normaliser le tonus leptinique, par des approches qui restent à développer. Enfin, 
bien qu’il soit encore trop tôt pour poser des préconisations, une adaptation du régime 
alimentaire en termes d’apports lipidiques/glucidiques pourrait présenter un intérêt.  
De façon plus directe et permettant de cibler l’ensemble des altérations associées au 
SN, il serait intéressant d’utiliser un inhibiteur de SHP2 ou bien de la voie Ras-MAPK afin de 
normaliser leur hyperactivité ainsi que les anomalies métaboliques associées. De façon 
intéressante, le SHP099 est un inhibiteur allostérique de SHP2 biodisponible oralement qui a 
déjà fait ses preuves sur l’inhibition de la croissance tumorale de cellules cancéreuses 
humaines in vitro et xénogreffes tumorales sur souris (Chen et al., 2016). Cependant, une 
étude récente révèle que certains mutants SN de SHP2 seraient hélas résistants à l’action de 
ce composé ((LaRochelle et al., 2018) ; (Sun et al., 2018)). Concernant l’inhibition de la voie 






l’oncologie pourraient s’avérer efficace, bien que leurs effets secondaires nécessitent 
d’évaluer précisément la balance bénéfice/risque de tels traitements. Une approche 
alternative, visant à normaliser l’activation de la voie RAS/MAPK en réduisant l’isoprénylation 
de RAS à l’aide de statines, mieux tolérées, est actuellement en phase de test dans le cadre 
d’un PHRC (coordinateur Dr. T. Edouard).  
Nos résultats permettent d’ouvrir des perspectives au-delà du contexte des maladies 
rares. Ainsi, l’utilisation de l’inhibiteur de SHP2 pourrait s’avérer intéressant dans un contexte 
d’obésité/diabète, dans la mesure où des résultats du laboratoire montrent que l’inhibition 
pharmacologique de SHP2 améliore la sensibilité à l’insuline et réduit l’inflammation des tissus 
métaboliques chez des souris obèses-diabétiques (Paccoud et al., en révision ; annexe 2).  
D’autre part et à l’inverse, dans un contexte d’obésité, il serait intéressant d’utiliser un 
activateur de SHP2 ou bien de la voie Ras-MAPK afin de promouvoir la beigisation. Néanmoins, 
compte tenu de leurs rôles pleïotropiques, notamment de leur potentiel oncogénique, cette 
proposition ne pourrait se réaliser qu’après de très fines mises au point pour ajuster leur 
niveau d’activation et éviter de générer un processus tumoral. Aussi, afin de minimiser les 
effets secondaires liés à l’ubiquité de ces acteurs, nous pourrions imaginer utiliser cette 
stratégie thérapeutique en application locale (type crème ou injection locale), afin de ne cibler 
que le tissu adipeux. 
 
Ces travaux de thèse ouvrent des perspectives nouvelles dans la compréhension de la 
physiopathologie du SN et des autres Rasopathies. De façon plus large, la compréhension du 
phénotype énergétique de ces maladies pourrait également permettre d’ouvrir des 
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The RASopathy Family: Consequences of Germline
Activation of the RAS/MAPK Pathway
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ABSTRACT Noonan syndrome [NS; Mendelian Inheritance in Men (MIM) #163950] and related syndromes [Noonan syndrome with
multiple lentigines (formerly called LEOPARD syndrome; MIM #151100), Noonan-like syndrome with loose anagen hair (MIM #607721),
Costello syndrome (MIM #218040), cardio-facio-cutaneous syndrome (MIM #115150), type I neuroﬁbromatosis (MIM #162200), and Legius
syndrome (MIM #611431)] are a group of related genetic disorders associated with distinctive facial features, cardiopathies, growth and
skeletal abnormalities, developmental delay/mental retardation, and tumor predisposition. NS was clinically described more than 50 years
ago, and disease genes have been identiﬁed throughout the last 3 decades, providing a molecular basis to better understand their
physiopathology and identify targets for therapeutic strategies. Most of these genes encode proteins belonging to or regulating the so-called
RAS/MAPK signaling pathway, so these syndromes have been gathered under the name RASopathies. In this review, we provide a clinical
overview of RASopathies and an update on their genetics. We then focus on the functional and pathophysiological eﬀects of RASopathy-
causing mutations and discuss therapeutic perspectives and future directions. (Endocrine Reviews 39: 676 – 700, 2018)
Clinical Presentation of RASopathies
W ith a cumulative incidence of about  per live births, RASopathies represent one
of the largest groups of developmental disorders. In
addition to characteristic congenital features, vari-
ous homeostatic defects in RASopathies have been
documented in recent studies. In this section, we
describe the phenotypic spectrum of RASopathies,
taking Noonan syndrome (NS) as the prototype, then
focus on speciﬁc traits that distinguish the other
syndromes.
NS as a prototype
First described by the pediatric cardiologist Jacqueline
Noonan  years ago, NS is among the most common
genetic disorders, with an estimated prevalence be-
tween  per  and  per  live births (). NS is
an autosomal-dominant genetic disease characterized
by a distinctive phenotypic triad: facial dysmorphic
features, cardiopathies, and growth retardation, to
which many other developmental defects can be
added, including mild to moderate developmental
delay/learning disabilities, skeletal abnormalities, crypt-
orchidism in males, predisposition to myeloproliferative
disorders, and endocrine/metabolic imbalance. Both
heterogeneity among patients with NS and redun-
dancy with other RASopathies can make early di-
agnosis with certainty diﬃcult (, ).
Patients with NS have distinctive facial features (i.e.,
hypertelorism, ptosis, downslanting palpebral ﬁssures,
low-set posteriorly rotated ears, and short/webbed
neck) that are most striking from the newborn pe-
riod until middle childhood and become less prom-
inent in adulthood ().
Eighty percent of patients with NS display con-
genital heart defects, ranking it as the second‒most
common syndromic cause of congenital cardiopa-
thies after trisomy 21. The most frequent heart
defects are pulmonary valve stenosis (PVS; 60%)
and hypertrophic cardiomyopathy (HCM; 20%), but
many other anomalies, such as septal or valve defects,
aortic coarctation and, persistently patent arterial
duct, are found (5). Fatal heart failure/sudden death
during the ﬁrst year of life is a concern in up to one-
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and mortality of cardiac involvement justify com-
plete cardiac exploration at diagnosis and during
follow-up (7).
A cardinal feature of NS, which can lead to di-
agnosis, is postnatal proportionate short stature, re-
ported in % of patients. Prenatal growth is classically
normal, with birth weight and body length in the
normal range. Growth failure usually occurs during
early childhood and can result from feeding diﬃcul-
ties, justifying enteral nutrition in one-ﬁfth of infants.
During childhood, the mean height in both sexes
follows the lower limit of the normal population [third
percentile or2 standard deviation score (SDS)] until
the age of puberty, after which it declines further as a
result of delayed puberty and attenuated pubertal
growth spurts. The ﬁnal adult height is around 2
SDS in both sexes (–). Some patients with NS
display normal to elevated serum GH levels associated
with low serum IGF- levels, suggesting postreceptor
GH insensitivity, which has been proposed as an
explanation for growth retardation ().
In addition to growth retardation, low body mass
index has been reported in patients with NS from
childhood until adulthood. The prevalence of over-
weight and obesity is lower in patients with NS than in
the general adult population (, , , ). This could
be related to early feeding diﬃculties, possibly sub-
sequent to impaired satiety control. However, one
study reported changes in body composition aﬀecting
both adipose tissues and muscle mass despite normal
caloric intake ().
As mentioned previously, the onset of puberty is
usually delayed in patients with NS, with a mean age at
pubertal onset of . years for boys and . years for
girls (). Gonadal dysfunction with deﬁcient sper-
matogenesis and impaired fertility has been reported
in men with NS (). This feature may be related to
cryptorchidism, which is reported in up to % of
males with NS, as well as to Sertoli cell dysfunction
(, ) and could explain the sex ratio distortion in
familial cases ().
Skeletal abnormalities such as pectus and scoliosis
are frequent ﬁndings in patients with NS, as well as
decreased bone mineral density (, ).
Mild to moderate developmental delay/learning
disability is identiﬁed in more than half of patients
with NS, notably social and communication diﬃcul-
ties, attention deﬁcit, and language impairment ().
However, mental retardation (IQ, ) is uncommon
in patients who have NS, and their intelligence is
within the normal range (, ).
Easy bruising and bleeding tendency can be present,
and it is recommended that baseline coagulation
screening be carried out, especially before any major
surgery. Both coagulation factors and platelet defects
have been suggested to explain this bleeding diathesis
(, ). Whether related diseases share these defects is
unknown to date.
Along with an eightfold increased cancer risk, NS is
associated with cancer predisposition, notably child-
hood cancers (). In particular, a higher incidence
of juvenile myelomonocytic leukemia (JMML), with
frequent neonatal manifestations, has been described
in NS (, ) (Table ).
Related syndromes: variations from the prototype
Noonan syndrome with multiple lentigines (NS-ML),
formerly named LEOPARD syndrome (according to
the acronym, multiple lentigines, ECG conduction
abnormalities, ocular hypertelorism, pulmonic steno-
sis, abnormal genitalia, retardation of growth, and
sensorineural deafness), has an estimated prevalence of
fewer than  per , live births. However, the
phenotypic redundancy with other RASopathies can
make the diagnosis more diﬃcult (). NS-ML is
phenotypically very close to NS but has distinctive
ESSENTIAL POINTS
· Noonan syndrome and related genetic diseases constitute one of the largest groups of developmental disorders and are
associated, with variable penetrance and severity, with distinctive congenital defects (i.e., facial features, cardiopathies,
growth and skeletal abnormalities), developmental delay/mental retardation, and tumor predisposition
· In addition to congenital features, the recent identiﬁcation of endocrine and metabolic dysfunctions pinpoints the need
for an integrated view of the diseases rather than a symptom-directed exploration
· These diseases have been named RASopathies after the discovery of ~20 disease genes, almost all of which encode
proteins belonging to or regulating the so-called RAS/MAPK signaling pathway
· Complementary functional analyses have demonstrated the role of RAS/MAPK hyperactivation in driving developmental
abnormalities as well as endocrine and metabolic imbalances, although additional signaling dysregulations are also
involved
· Despite genetic heterogeneity and complex phenotype/genotype correlations, the diﬀerent syndromes seem to be
characterized by the position of their causal genes within the RAS/MAPK pathway, with mutations hitting the backbone
of the cascade associated with a more severe phenotype
· The identiﬁcation of pathophysiological mechanisms provides insights into the development of speciﬁc therapeutic
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Table 1. Clinical Features and Genetics of RASopathies
Disease Epidemiology Major Symptoms Disease Gene
Noonan syndrome (NS)
MIM #163950
1/2000 Dysmorphism PTPN11 (50%), SOS1 (10%), RAF1 (10%),
KRAS, NRAS, SHOC2, CBL, BRAF, SOS2,
RIT, RRAS, RASA2, SPRY1, LZTR1,
MAP3K8, MYST4, A2ML1
Autosomal dominant Congenital cardiac defects (PVS 60%,
HCM 20%)
Unknown: 20%–30%












1/100,000 Dysmorphism PTPN11 (90%), RAF1 (5%), BRAF
Autosomal dominant HCM 80% Unknown: 5%
Moderate short stature (50%)
Skeletal abnormalities







'100 reported cases Dysmorphism SHOC2, PPP1CB







1/400,000 Coarse facial features HRAS
Autosomal dominant Congenital cardiac defects (HCM,
arrhythmia)
Failure to thrive, short stature







1/200,000 Dysmorphism BRAF (60%), MEK1 (10%), MEK2 (10%),
KRAS
(Continued )
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features, in particular a high prevalence of hearing
deﬁcits (%) and multiple pigmented skin lesions
called lentigines, mostly starting at school age (%)
and explaining the disrespectful naming of the disease
(). In contrast with the higher prevalence of PVS in
patients with NS, the vast majority of patients with NS-
ML (%) display HCM, which can develop during
childhood (–). The high risk of heart failure or
sudden death requires cardiologic follow-up (,
–). Growth retardation seems to be milder than in
NS, aﬀecting only ~% of patients with NS-ML (,
, , ) (Table ). Analyses of a small cohort of
patients with NS-ML reported lower-than-average
body mass index, with reduced adiposity for the few
patients tested (). Neurosensorial deafness seems to
be more prominent in NS-ML than in NS.
Noonan-like syndrome with loose anagen hair (NS-
LAH), also known as Mazzanti syndrome, is pheno-
typically close to NS, but patients display distinctive
hyperactive behavior and pathognomonic hair
anomalies. The incidence of speciﬁc cardiac defects,
notably mitral valve and septal defects, is higher with
NS-LAH than with NS ().
Cardio-facio-cutaneous syndrome (CFCS) shares the
major clinical features of NS (e.g., heart defects, short
stature, and facial features) but diﬀers from NS mainly
in the high frequency of ectodermal anomalies (i.e.,
thin, curly, friable hair and hyperkeratotic skin
changes) and constant mental retardation ().
In patients who have Costello syndrome (CS), facial
features are coarser than in patients with other
RASopathies. They also have skin abnormalities
such as soft and loose skin with deep palmar and
plantar creases and sparse curly hair. A distinctive
and common feature associated with CS is the
presence of benign cutaneous papillomas in the
perinasal or/and perianal region. Congenital heart
defects are frequent, most commonly HCM and
arrhythmias. Similar to patients with CFCS, most
patients with CS display severe mental retardation
(). Finally, CS has the highest cancer risk among
RASopathies, with a cumulative incidence of tumors
of %, including rhabdomyosarcoma and, less
frequently, neuroblastoma and bladder carcinoma
(). This tumor predisposition justiﬁes systematic
tumor screening. Recently, increased energy ex-
penditure (EE) has been described in patients with
CS, which has been proposed as a cause of growth
failure ().
With an incidence of  per  live births, type I
neuroﬁbromatosis (NF) is the second‒most frequent
RASopathy, whereas Legius syndrome (LS) is a rare
condition. These conditions show only partial overlap
with NS, with rarer cardiac manifestations and facial
features being found in only a subgroup of patients,
referred to as neuroﬁbromatosis–Noonan syndrome.
These diseases share distinctive features, including
multiple cafe´-au-lait spots and freckling, bone mal-
formations, and mild learning disabilities. In addition,
NF is characterized by the presence of benign tumors
(neuroﬁbromas, optic pathway gliomas, and Lisch
nodules) (, ).
Table 1. Continued
Disease Epidemiology Major Symptoms Disease Gene







(NF1), also named von
Recklinghausen
disease, MIM#162200
1/3000 Rarer congenital cardiopathies NF1 (.90%)
Autosomal dominant Multiple cafe´ au lait spots and
freckling





'200 reported cases Multiple cafe´ au lait spots without
neuroﬁbromas
SPRED1 (.90%)
Autosomal dominant Mild learning disabilities
Major clinical traits for the diﬀerent syndromes are listed (nonexhaustively), with distinctive symptoms in bold. For disease genes, mutation frequency is given for the most common
mutations. The percentage of unknown genes corresponds to the number of patients with a ﬁrm diagnosis and negative genetic testing for all known disease genes.
Abbreviations: BMI, body mass index; LEOPARD, lentigines, ECG conduction abnormalities, ocular hypertelorism, pulmonic stenosis, abnormal genitalia, retardation of growth, and
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Genetics of RASopathies
To date, RASopathies have been associated with
mutations in ~ genes. Most, if not all, genes encode
proteins belonging to or regulating the so-called RAS/
MAPK signaling pathway, providing a genetic foun-
dation for their diagnosis and for explaining their
pathophysiologies. However, genetic heterogeneity
for a given syndrome on one side and allelism for
several syndromes on the other side make classiﬁca-
tion harder. In this article, we describe the RAS/MAPK
pathway and its pleiotropic roles during development
and in homeostasis maintenance; we then summarize
the diﬀerent causal genes and mutations involved in
RASopathies and their interconnections and provide
some genotype/phenotype correlations.
The RAS/MAPK pathway
The RAS/MAPK cascade is a ubiquitous signaling
pathway activated in response to a wide range of
extracellular stimuli (e.g., growth factors, hormones,
cell/cell interaction) to modulate various cellular
processes (e.g., proliferation, survival, diﬀerentiation,
migration, or metabolism), thereby adapting cell fate
to modiﬁcation of its environment (Fig. ). Although
this signaling pathway is often summarized as a well-
established, straightforward cascade, reality goes far
beyond this scholastic view, with many remaining
gray areas and multiple levels of regulation, including
transcriptional control, posttranslational modiﬁca-
tions, protein/protein and protein/lipid interactions,
subcellular compartmentalization, and crosstalk with
other signaling pathways. In this section, we limit
our comments to the components that are relevant
to the RASopathies, while referring the readers to
more comprehensive reviews for detailed informa-
tion (, ).
A central node in this pathway is the small gua-
nosine triphophatase (GTPase) RAS proteins, which
switch from a guanosine diphosphate‒bound inactive
state to a guanosine triphosphate (GTP)–bound active
state. RAS-GTP activates several eﬀectors, most no-
tably phosphatidylinositol -kinase (PIK), phospho-
lipase C, RAL guanine nucleotide exchange factor,
novel Ras eﬀector /Ras association domain family
member , and the RAF kinases. RAS activation is a
complex, tightly regulated mechanism for which a
canonical, albeit nonexclusive, model can be given in
the case of tyrosine kinase receptors (e.g., epidermal
growth factor or insulin receptors). Ligand binding to
its cognate receptor triggers receptor dimerization and
autophosphorylation on several tyrosine residues,
creating binding sites for adaptor proteins such as
GRB or GAB. This allows recruitment of SOS, the
RAS GTPase exchange factor, to the plasma mem-
brane, which converts RAS to its active state. In
addition to SOS, the tyrosine phosphatase SHP
participates in RAS activation by dephosphorylating
several inhibitory phosphotyrosines on docking pro-
teins or on RAS itself (–). At the other side of the
equation, GTPase-activating proteins (GAPs), such as
NF and RASA/pRASGAP, catalyze GTPase
activity of RAS to trigger its return to the inactive state,
which can be further reinforced by additional in-
hibitory events, including receptor ubiquitination by
the E ubiquitin ligase CBL or sequestration of acti-
vating proteins by SPROUTY proteins (–).
However, such a view is only the tip of the iceberg of
RAS regulation, which remains largely unknown given
() the tremendous number of simultaneous or mu-
tually exclusive interactions among RAS, its eﬀectors,
and its regulators; () the spatiotemporal and dynamic
control of those interactions and of enzymatic activ-
ities; and () the speciﬁc context of the plasma
membrane environment.
Among the various RAS-GTP eﬀectors, RAF is the
ﬁrst kinase of the so-called MAPK cascade. Its full
activation requires the dephosphorylation of an in-
hibitory residue by the PPC phosphatase, which is
activated by the SHOC protein. RAF phosphory-
lates and activates the MAPK ERK kinases (MEK)
which in turn activate the MAPK Extracellular signal-
Regulated Kinases (ERK). Ultimately, activated ERKs
phosphorylate diﬀerent cytoplasmic targets (e.g.,
MAPK-interacting kinase, a translation regulator)
and nuclear targets (e.g., transcription factors, inte-
grator, an RNA polymerase II‒associated complex),
which initiate appropriate cellular responses to the
initial stimulus.
Roles of the RAS/MAPK pathway
Developmental roles
During organismal development, the RAS/MAPK
pathway is one of the main pathways to transduce
intracellular signals in response to all kinds of mito-
gens (e.g., growth factors), thereby initiating pro-
liferation, survival, and antiapoptotic programs. Its
roles in development are notably highlighted by the
profound eﬀect of pharmacological inhibition or ge-
netic invalidation of key actors of this pathway in
multiple cell types and animal models. For instance,
total invalidation of genes encoding KRAS, SHP,
BRAF, MEK, or ERK result in embryonic lethality
as a consequence of early defects such as abnormal
placentation or embryonic layer patterning, fetal liver
defects, or cardiac anomalies (–), and tissue-
speciﬁc knockouts severely aﬀect the development
of the corresponding tissue/organ [for recent reviews,
see (, , )]. Importantly, dysregulation of RAS/
MAPK‒dependent developmental processes have pro-
found pathophysiological consequences. Indeed, RAS/
MAPK pathway hyperactivation following somatic
mutations of genes encoding membrane receptors or
actors of the RAS/MAPK pathway has been causally
linked to a wide range of cancers, so that approaches
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aimed at inhibition of RAS/MAPK activation are
currently under evaluation for anticancer therapies
(64). Furthermore, in the next section we show the
multiple developmental consequences of germline
RASopathy-associated mutations of the RAS/MAPK
pathway.
Endocrine and metabolic functions
In addition to the essential roles of the RAS/MAPK
pathway during development, evidence has accumu-
lated for its critical functions in regulating organismal
homeostasis, in particular the endocrine and metabolic
systems. This homeostatic function of the RAS/MAPK
cascade is twofold: On one side, it can mediate the
response to many hormones acting through mem-
brane RTK (receptors tyrosine kinase) (e.g., insulin,
leptin, GH), and on the other side, it can ensure the
proper development of many endocrine tissues (e.g.,
hypothalamus, adipose tissue, pancreas) through tight
spatiotemporal regulation (–).
Regarding hormone responses, RAS/MAPK acti-
vation is required for the leptin-evoked activation
of pro-opiomelanocortin neurons, thereby inhibiting
food intake and increasing EE (). Indeed, genetic
or pharmacological inhibition of SHP or ERK in the
hypothalamus is associated with leptin resistance in
mice, resulting in hyperphagy, decreased EE, and obesity
(, ). Conversely, hypothalamic expression of a
hyperactive mutant of SHP results in resistance to
obesity and improves glucose homeostasis, a phenotype
linked to persistent ERK activation (). Its roles in
insulin signaling are more complex. Indeed, ERK/
-mediated insulin receptor substrate phosphorylation
blunts PIK/AKT signaling in many insulin-sensitive
tissues, thereby promoting insulin resistance (). Con-
sistent with this, Erk2/2 and liver-speciﬁc Ptpn2/2
mice both display increased insulin sensitivity (–);
in addition, chronic treatment with the MEK inhibitor
(PD) improves insulin sensitivity in mice fed
a high-fat diet and in ob/ob mice (). In contrast,
components of the RAS/MAPK pathway have been
identiﬁed as modiﬁers of insulin sensitivity through
regulation of speciﬁc transcriptional programs (),
and muscle invalidation of SHP results in insulin
resistance, which is associated with RAS/MAPK
hypoactivation (). RAS/MAPK is also mobilized
downstream from the GH receptor and negatively
regulates the production of IGF-, the mediator of GH
in growth control, both in vitro and in vivo ().
RAS/MAPK also has pleiotropic roles in the de-
velopment and function of endocrine and metabolic
tissues. For instance, RAS/MAPK signaling partici-
pates in the development of the nervous system, af-
fecting the production of and/or the response to
neuroendocrine signals (). Regarding adipose tissue,
studies in cellular models and knockout mice revealed
an important role for ERK and SHP in adipogenesis,
resulting in both poor lipid management and defective
adipokine (e.g., leptin) production (, ), whereas
treatment with MEK inhibitors suggested a positive
role for MAPK in lipolysis (, ). SHP and ERK/
also play a positive role in pancreatic b-cell devel-
opment and insulin synthesis or secretion (, ). In
addition, components of the RAS/MAPK pathway are
involved in ovarian and testis development and/or
function, as disruption of ERK/ in ovarian granulosa
cells impairs female fertility (), whereas invalidation
of SHP in Sertoli cells alters spermatogenesis and
reduces FSH and testosterone production ().
Interestingly, at the crossroad between proliferation
and homeostasis, studies in the context of cancer biology
have also highlighted a logical role for RAS/MAPK in
triggering metabolism rewiring to anabolic programs
through various processes, including theWarburg eﬀect,
autophagy, and macropinocytosis (–).
Germline mutations in the RAS/MAPK pathway,
functional heterogeneity, allelism, and
genotype/phenotype correlations
The ﬁrst identiﬁed and major NS disease gene is the
protein tyrosine phosphatase non-receptor type 
(PTPN), encoding SHP, which is found mutated in
% to % of patients with NS. Genetic screening
eﬀorts in patients with non-PTPN NS revealed less
common or rare mutations in a dozen genes related
to the RAS/MAPK pathway [SOS (%), RAF (%),
KRAS, NRAS, BRAF, SHOC, CBL, RIT, RRAS,
RASA, SOS, and SPRY] to which several genes with
yet unknown or RAS/MAPK-unrelated function can
be added [MAPK, MYST, LZTR, and AML; see
() for a recent review]. Biallelic mutations in LTZR
were recently associated with an autosomal recessive
form of NS (). To date, % to % of patients with
NS still lack a genetic diagnosis (, ). NS is thus
the most genetically heterogeneous RASopathy, but
also the most frequent, which may facilitate the
identiﬁcation of new disease genes and also allows the
identiﬁcation of genotype/phenotype correlations.
Thus, when compared with PTPN, BRAFmutations
are associated with a more severe phenotype and a
higher prevalence of HCM (). Regarding cardiopathies,
patients with RAF, RIT, and MRAS mutations also
develop more HCM (–), whereasMEK, KRAS,
and SOSmutations tend to be highly associated with
PVS (). SOS/ mutations are linked to a higher
frequency of ectodermal anomalies and normal
stature (, , ). The prevalence of cognitive/
developmental delay is lower for SOS/ mutations
but higher for RAF, BRAF, and SHOC mutations
(). Finally, RIT and CBL mutations are associated
with JMML, the latter also linked to low prevalence of
cardiac defects, reduced growth, and cryptorchidism
(, ).
The vast majority of patients with NS-ML (%)
harbor mutations within PTPN. The remaining
NS-ML cases are causally linked to RAF and BRAF
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mutations, which are associated with a more severe
phenotype ().
The main CFCS disease gene is BRAF (%), but a
substantial proportion of patients carry mutations on
MEK (%), MEK (%), and KRAS. CFCS con-
genital heart defects, particularly mitral valve and
septal defects, and ocular anomalies seem to be less
frequent among patients with MEK/MEK muta-
tions ().
The other RASopathies are more genetically ho-
mogeneous, with mutations in the HRAS gene for
almost all patients with CS, a unique mutation on
SHOC, and more recently mutations in PPPCB
found in patients with NS-LAH (, ), mutations in
SPRED for LS, and heterozygous loss-of-function
(LOF) mutations or deletions of the NF gene in
more than % of NF cases (, ).
Adding further complexity to the genetic hetero-
geneity, several RASopathies are allelic diseases. Thus,
PTPN mutations are associated with NS (%) and
NS-ML (%); SOSmutations with NS and CS/CFCS;
KRASmutations with NS and CFCS; BRAFmutations
with CFCS, CS, NS-ML, and NS; RAFmutations with
NS and NS-ML; andMEKmutations with CFCS, CS,
Figure 1. The RAS/MAPK pathway and the RASopathies disease genes. Simpliﬁed scheme depicting the canonical RAS/MAPK signaling
pathway activated by receptors tyrosine kinase (RTK). Gray rectangles represent proteins (with corresponding genes italicized). Once
activated by its ligand, an RTK autophosphorylates on tyrosine residues, creating binding sites for the adaptor protein GRB2 and the
relocalization of SOS to the plasma membrane. RAS switches from a GDP-bound to a GTP-bound state, upon which it initiates the
RAF.MEK.ERK phosphorylation cascade. RAS intrinsic GTPase activity hydrolyzes GTP to GDP, a reaction that is catalyzed by
p120RASGAP. This signaling pathway is modulated at several levels: (1) SHP2 participates in RAS activation by dephosphorylating
several inhibitory phosphotyrosines, such as the docking site for p120RASGAP borne by GAB1 and the tyrosine on RAS that mediates its
interaction with p120RASGAP; (2) the scaﬀold protein SHOC2mediates the activation of the PP1C phosphatase, which dephosphorylates
an inhibitory residue on RAF; (3) SPROUTY proteins negatively regulate the RAS/MAPK pathway by sequestering RAS activators; and
(4) CBL drives RTK ubiquitination, which turns oﬀ activating signals. Colored ovals encompass major disease genes for each RASopathy
and reveal function/phenotype associations: In blue, NS and NS-like syndromes (NS-ML, NS-LAH) are caused mainly by mutations on
RAS/RAF activators. In orange/pink, NF1 and LS are associated with RAS inhibitors. In yellow and green, mutations responsible for CS
and CFCS aﬀect the RAS/MAPK backbone. From a functional point of view, it seems that mutations hitting the low/central part of the
signaling pathway give rise to more severe phenotypes. For better readability, some NS-associated genes are not covered by the blue
oval but are written in blue, and disease genes unrelated to the RAS/MAPK pathway are not shown. CBL, Casitas B-lineage lymphomas;
ERK, extracellular signal-regulated kinase; GAB1, Grb2 adaptor binder 1; GDP, guanosine diphosphate; GRB2, growth factor receptor-
bound protein 2; GTP, guanosine triphosphate; MEK, MAPK/ERK kinase; PP, protein phosphatase; RAF, rapidly accelerated ﬁbrosarcoma;
SHOC2, Soc-2 homolog; SOS, son of sevenless.
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and NS. This allelism identiﬁes important signaling
nodes and may explain the partial overlap and the
phenotypic continuum between these related syn-
dromes. However, we show in the next section that
functional analyses also revealed syndrome-speciﬁc
properties for several mutants, which certainly ex-
plains the uniqueness of each RASopathy.
Thus, from a functional point of view, speciﬁcities
emerge for the diﬀerent syndromes: NS, NS-ML, and
NS-LAH are mainly associated with positive regulators
of the RAS/MAPK cascade (i.e., RAS or RAF acti-
vators), whereas NF and LS are linked to RAS in-
hibitors. In contrast, CS- and CFCS-causing mutations
hit the backbone of the cascade, CS being centered on
RAS and CFCS on downstream kinases (Fig. ). At the
risk of overstatement, a tendency emerges in which
mutations hitting the central or low part of the cascade
give rise to more severe conditions, which may reﬂect
the fact that downstream eﬀectors of the pathway are
more unescapable, with higher eﬀect of their dysre-
gulation, than proximal actors, which receive several




Functional analyses have been performed for a
growing number of mutations, both in vitro and in
animal models of RASopathies, leading to the general
concept of RAS/MAPK hyperactivation as a patho-
genic mechanism. Thus, sustained RAS/MAPK acti-
vation has been causally linked to the abnormal
development of several tissues, leading to some con-
genital symptoms (e.g., cardiac or craniofacial defects),
as well as altered response to diﬀerent hormones,
giving rise to endocrine dysfunctions (e.g., growth
hormone insensitivity and growth retardation). How-
ever, controversies exist, and the contribution of RAS/
MAPK‒independent dysfunctions has been demon-
strated in several models, which may explain the dif-
ferences between syndromes.
Functional consequences of RASopathy-causing
mutations on the RAS/MAPK pathway
Complementary approaches in functional genetics
have been and still are useful for delineating the
consequences of RASopathy-associated mutations.
Thus, in silico modeling and biochemical analyses led
to the identiﬁcation of structural changes or modiﬁ-
cations of enzymatic activity, protein stability, or
protein/protein interaction. Ectopic expression of
mutated proteins in cellular models and analyses of
patient cells, including skin ﬁbroblasts and induced
pluripotent stem cells (iPSCs), then allowed un-
derstanding of how the mutations alter signaling
pathways and cellular functions. Finally, their global
eﬀect at the organismal level has been comprehended
thanks to the development of animal models of the
diseases, in invertebrates (Caenorhabditis elegans,
Drosophila) as well as in vertebrates (Xenopus, zebraﬁsh
andmouse) [see (, , , ) for recent reviews and
Table ].
Approximately  diﬀerent NS-causing PTPN
mutations that hit residues within or close to the SH
and protein tyrosine phosphatase (PTP) domains and
result in increased phosphatase activity through dif-
ferent mechanisms (e.g., release of auto-inhibitory
constraints, increased recruitability) have been iden-
tiﬁed [reviewed in ()] (Fig. ). Interestingly, some
studies have started to identify mutation/phenotype
correlations; for instance, mutations of Asp or
Thr are preferentially associated with myeloprolif-
erative disorders/JMML (), whereas Leu, Leu,
and Argmutations are associated with milder form
of NS (). Coherent with the positive role of SHP
on the RAS/MAPK pathway, functional analyses have
shown that activating, NS-associated, SHP mutations
hyperactivate ERK/. This eﬀect has been repeatedly
reported in diﬀerent cell types in vitro, in the basal state
as well as under stimulation by several agonists, and in
diﬀerent tissues/organs in animal models (, ,
–).
In contrast to NS, the pattern of NS-ML‒associ-
ated PTPN11 mutations is restricted to conserved
residues within the PTP domain that are required for
PTP activity (e.g., Tyr279, Thr468, Gln510). All NS-
ML‒causing mutations collapse the phosphatase ac-
tivity of SHP2 under both basal and stimulated states
(151, 175–). However, these mutations are not
merely LOF because () they retain substantial activity
and are stimulatable and () true LOF mutations of
PTPN are associated with a distinct syndrome
named metachondromatosis (Mendelian Inheritance
in Men #). The eﬀect of NS-ML‒associated
PTPN11 mutations on the RAS/MAPK pathway is
highly debated. Indeed, consistent with the reduced
phosphatase activity of the mutants, overexpression
of NS-ML‒causing SHP2 mutants in HEK cells or
in zebraﬁsh embryos has reduced ERK1/2 activation
in response to several agonists (134, 177, 181).
Moreover, a mouse model of NS-ML carrying the
Y279C mutation on SHP2 (Ptpn11Y279C/+) also dis-
played hypoactivation of ERK1/2 in the heart in re-
sponse to insulin or IGF-1 (151). In contrast, diﬀerent
reports highlighted that NS-ML‒associated SHP2
mutants can have a dominant positive eﬀect on RAS/
MAPK activation. Indeed, expression of NS-ML
mutants in ﬂies and zebraﬁsh hyperactivated ERK1/
2 to a similar extent as NS-associated mutants did,
interestingly enough resulting in a comparable phe-
notype for both types of mutations (114, 115, 130).
Moreover, basal or agonist-induced MEK/ERK1/2
hyperactivation was measured in cells overexpressing
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Table 2. Complementarity of Animal Models of RASopathies
Disease Mutation Strategy
Expression
Pattern Phenotype Mechanisms Reference
Caenorhabditis elegans
NS-ML Ptp-2 LOH Deletion Vulva Semisterility/vulval induction (110)
NS-LAH ShocS2G DNA
microinjection
Vulva Protruding vulva Increased RAS/MAPK (107)
CS Let-60/Ras GOF DNA
microinjection
Vulva Multivulva Increased RAS/MAPK (111)
CFCS Mek2 GOF DNA
microinjection
Vulva Multivulva Increased RAS/MAPK (112)
Drosophila
NS CswD61Y, E76K Overexpression Mushroom
body
neurons
Long-term memory defects Increased RAS/MAPK (113)
CswA72S, N308D, E76K Overexpression Wing, eye Ectopic veins Increased RAS/MAPK (114)
NS-ML CswY279C, T468M Overexpression Wing, eye Ectopic veins Increased RAS/MAPK (115)
NS/CS/
CFCS
RasR68Q Mutagenesis Eye, wing, glia Ectopic veins, resistance to cell
death
Increased RAS/MAPK (116)
CS RasG12V Overexpression Heart Cardiac hypertrophy Increased RAS/MAPK (117)
NF1 Nf2/2 Insertion of P
element
Ubiquitous Reduced pupae size, shortened












Impaired cAMP (124, 125)
Xenopus
NS Ptpn11N308D mRNA injection Heart Rescue of DShp2-dependent
cardiac defects
(126)
CS CA Ras mRNA injection Ubiquitous Mesoderm induction during
early embryogenesis
Increased RAS/MAPK (127)














Ubiquitous Craniofacial dysmorphia, heart
defects
Increased RAS/MAPK (133)





CS RasG12V mRNA injection Ubiquitous Tumors, reduced size and life span,
smaller heart, and craniofacial
defects in adult ﬁsh
(137)
(Continued )














Pattern Phenotype Mechanisms Reference
CFCS BRaf, Mek1/2 mutations Microinjection
of patient-
derived mRNA
Ubiquitous Developmental abnormalities Increased RAS/MAPK (138)
NF1 Nf1a/b knockdown Morpholinos Heart/vessels Cardiovascular defects Increased RAS/MAPK (139)
Nf1a/b2/2 Targeted
mutagenesis
Neurons Myelination defects, learning
deﬁcits
Increased RAS/MAPK (140, 141)
Mouse
NS Ptpn11D61G KI Germline Short stature, craniofacial
defects, cardiac defect, MPD,
cognitive deﬁcits
Increased RAS/MAPK (79, 142)





Ptpn11D61Y Conditional KI Germline Severe cardiac defects Increased RAS/MAPK (143)
Neural crest Craniofacial defects Increased RAS/MAPK (143)
Endothelial Cardiac defects Increased RAS/MAPK (143)
Myocardial No phenotype Increased RAS/MAPK (143)
Forebrain Cognitive deﬁcits Increased RAS/MAPK (144)





No phenotype Increased RAS/MAPK (145)
Myocardial fetal Cardiac defects Increased RAS/MAPK (145)
Conditional
transgenic
Neural crest Craniofacial defects Increased RAS/MAPK (146)
Endothelial Cardiac defects Increased RAS/MAPK (146)




Increased RAS/MAPK, Rac, and
Stat3
(147)




Endothelial HCM Increased RAS/MAPK (149)
Cardiomyocyte Impaired contractility Increased RAS/MAPK (149)









Endothelial Trabeculation and valvular
hyperplasia
Increased AKT/mTOR (152)
















Pattern Phenotype Mechanisms Reference
Ptpn11T468M KI Germline HCM, growth delay, dysmorphia,
reduced adipogenesis,







Myocardial fetal HCM Increased mTOR (153)
Myocardial
adult




CS H-RasG12V Conditional KI Germline Model 1: facial dysmorphia, HCM,
systemic hypertension, vascular
remodeling, ﬁbrosis,
neurocognitive deﬁcits, no cancer
No change in RAS/MAPK and
Akt
(155)
Model 2: cranial dysmorphia, no
heart defects, tumors
(156)





No change in RAS/MAPK (157)
B-RafL597V Conditional KI Germline Short stature, facial dysmorphia,
HCM
Increased RAS/MAPK (158)
B-RafQ241R Conditional KI Germline Embryonic/neonatal lethality,
















PI3K/mTOR/AKT pathway (161, 162)
Nf 2/2 Conditional KO Endothelial Cardiac defects PI3K/mTOR/AKT pathway (163)
Myocardial Cardiac defects RAS/MAPK pathway (164)
MSC Skeletal malformations RAS/MAPK pathway (165)
Neuronal Brain malformation, learning
deﬁcits
PI3K/mTOR/AKT pathway (166)
Schwann cells Neuroﬁbromas PI3K/mTOR/AKT pathway (167)
Myeloid JMML PI3K/mTOR/AKT pathway (168)
LS Spred12/2 KO Germline Facial dysmorphia, deﬁcits in
learning and memory, smaller
body weight, hematologic
alteration
Increased RAS/MAPK and JAK2 (169)
Because of their simple morphology and short life cycle, C. elegans and Drosophila are useful for high-throughput and quantitative studies; Xenopus and zebraﬁsh help monitor
developmental defects. Mice are commonly used to reproduce phenotypes of human RASopathies.
Abbreviations: CA, constitutively active; GOF, gain of function; KI, knockin; KO, knockout; MPD, myeloproliferative disorder.
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cardiomyocytes from patients with NS-ML and in
tissues from mice expressing NS-ML‒causing SHP2
mutants (Ptpn11Q510E, Ptpn11T468M/+) (40, 153, 180,
182). Although unexpected from biochemical studies,
this gain-of-function eﬀect of NS-ML mutants on
RAS/MAPK activation could result from their in-
creased sensitivity to activating stimuli and sustained
binding to upstream regulators, which could coun-
terbalance their residual activity, thereby confer-
ring signal-enhancing properties on them (180). The
fact that the NS-ML‒associated SHP2 mutant can
hyperactivate RAS/MAPK, at least upon some con-
ditions that remain to be identiﬁed, could explain the
phenotypic similarities between NS-ML and NS and
other RASopathies.
Various mutation clusters destabilizing regions of
the SOS proteins that contribute structurally to the
maintenance of their autoinhibited state were found in
SOS and to a lesser extent in SOS as causes of NS
(, ). One mutation (TA) was also identiﬁed
in patients with CS/CFCS (). Functional studies
revealed a higher level of GTP-bound RAS and higher
ERK/ phosphorylation in cells expressing SOS and
SOS mutants (, –), as well as in cardiac
tissues from mice expressing the NS-associated EK
variant of SOS (). Whether NS-causing and
CS/CFCS‒causing SOS mutants diﬀerentially aﬀect
SOS activity or aﬀect additional mechanisms is un-
known; however, it was recently shown that NS-causing
SOS1 mutations hitting distinct functional domains
diﬀerentially modiﬁed SOS aﬃnity for plasma mem-
branes (188).
Mutations of the diﬀerent members of the RAS
GTPase family have been found in the nucleotide
binding site or in structural domains involved in its
inactive-to-active conformational change. They give
rise to reduced GTPase activity or favor the active
conformation, respectively. Thus, CS-associatedHRAS
mutations aﬀect mainly Gly or Gly, which re-
duced its GTPase activity, resulting in active RAS
accumulation and ERK/ hyperactivation. Sustained
RAS/MAPK activation was also detected in tissues
from CS mice (HRasGV/+), notably in the liver and
the brain (, , ). Interestingly, another mu-
tation in HRAS, resulting in aberrant HRAS transcript
processing and modiﬁcation of its subcellular locali-
zation, was recently identiﬁed and is associated with a
distinctive, mild CS phenotype (). KRAS muta-
tions, associated with NS, CS, and CFCS, also lead to
RAS/MAPK hyperactivation in vitro through diﬀerent
molecular mechanisms, ranging from reduction of its
GTPase activity to GAP hyposensitivity or GTPase
exchange factor hypersensitivity. Functional studies
also suggest that CS-causing and CFCS-causing KRAS
mutations are stronger than NS-associated modiﬁ-
cations (, ). KRasVI/+ NS mice also display
RAS/MAPK hyperactivation in some tissues ().
Mutations of RIT, RRAS, NRAS, and MRAS, more
recently found in a small fraction of patients with NS,
all result in decreased GTPase activity and subsequent
RAS/MAPK hyperactivation (, –).
For the RAF proteins, mutations aﬀect distinct
domains for RAF and BRAF. For both proteins,
mutations can occur in the kinase domain, also called
conserved region (CR) . Speciﬁc mutations in the
CR domain of BRAF, which are involved in the RAS/
BRAF interaction, have also been identiﬁed, and
several RAF mutations cluster in the CR. The latter
are located close to a regulatory phosphorylation site
involved in an inhibitory interaction with the --
protein. Surprisingly, although most of the mutations
are activating and result in RAS/MAPK hyper-
activation in vitro and in vivo, several BRAF and RAF
mutants are kinase impaired. Wu et al. () dem-
onstrated that such defective RAF mutants display
increased capability to heterodimerize with BRAF,
resulting in a net increase of the dimer. Comparative
analysis suggests that CFCS-associated BRAF muta-
tions are stronger than those causing NS or NS-ML
(, –, , ).
Mutations of MEK and MEK hit the negative
regulatory region or the catalytic core domain of the
kinases, resulting in increased kinase activity and gain-
of-function eﬀect on the RAS/MAPK pathway (,
, , , ).
The NS-LAH‒associated SHOC2 mutation (S) has
been found to create a myristoylation site, thereby
resulting in constitutive translocation of SHOC2 to
speciﬁc domains in the plasma membrane and pro-
longed PP1C activation. Subsequent BRAF/RAF1
dephosphorylation promotes sustained MAPK acti-
vation (107, 201). Mutations of PPP1CB encoding one
of the catalytic subunits of PP1C are thought to di-
rectly or indirectly enhance PP1C phosphatase activity,
leading to RAF/MEK/ERK hyperactivation, although
this has not been demonstrated yet (41).
The mutations identiﬁed in the NF, SPRED, and
SPRY genes mostly give rise to truncated, non-
functional proteins [reviewed in (, , )]. Some
speciﬁc NFmutants (e.g., those aﬀecting Arg) are
associated with NS features (). NS-causing RASA
mutations aﬀect two diﬀerent conserved residues that
are thought to alter GAP activity (). CBL missense
mutations impair the E ubiquitin ligase activity of the
protein or its stability (). Most of these mutations
have been found to increase MAPK signaling through
diﬀerent mechanisms (e.g., reduction of the GAP
activity of NF or RASA and maintenance of RAS-
GTP, decreased receptor turnover for CBL mutations,
or loss of the SPROUTY inhibitory eﬀect).
Altogether, RASopathy-causing mutations seem
to have an activating eﬀect on the RAS/MAPK path-
way, but many modulatory events have to be taken
into account. First, most of the mutations have com-
plex and subtle consequences that result in a more
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Figure 2. Structure of components of the RAS/MAPK pathway and RASopathy-causing mutations. The functional domains of the main
proteins mutated in the diﬀerent RASopathies are depicted, highlighting the major RASopathy-causing mutations (left panel). For each
protein, the proportion ofmutations associatedwith the diﬀerent syndromes is shown [right panel; blue, NS andNS-like syndromes (NS-ML,
NS-LAH); yellow, CS; green, CFCS; orange, NF1; pink, LS]. CDC25, CDC25 homology domain; CRD, cysteine -rich domain; CSRD, cysteine/
serine‒rich domain; CTD, carboxy-terminal domain; DH, Dbl homology domain; EVH1, enabled/vasodilator‒stimulated phosphoprotein
homology-1; GRD, GAP-related domain; HD, histone-like domain; HL, helical linker; KBD, c-Kit‒binding domain; KEKEmotif, region enriched
in alternating lysine and glutamate/aspartate residues; LRR, leucine-rich region; NES, nuclear export signal; NRR, negative regulatory region;
PH, Pleckstrin homology domain; P loop, phosphate-binding loop; PR, proline-rich region; PTP, protein-tyrosine-phosphatase domain; REM,
Ras exchanger motif; Sec14-PH, homologous to the lipid-binding domain of the Saccharomyces cerevisiae phosphatidylinositol transfer
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MAPK pathway. In favor of a qualitative eﬀect, al-
though copy number variants encompassing RAS/
MAPK genes have been proposed as a cause of
RASopathies, they often do not phenocopy syndromes
caused by missense mutations (). Second, the
spatiotemporal level of RAS/MAPK hyperactivation
can greatly vary depending on the mutated actor
(activator, inhibitor, or central component of the
pathway). Third, a large combinatorics of events can
enhance or reduce the eﬀect of a given mutation:
expression-level or cell/tissue speciﬁcity of mutated
protein or cofactors, stimulus speciﬁcity, and mobili-
zation of additional signaling pathways. In the next part,
we show that these events determine the penetrance/
expressivity of the mutations, explaining that some
tolerant cells/tissues maintain a normal function,
whereas other turn into pathological dysfunctions.
Consequences of germline hyperactivation of the
RAS/MAPK pathway
Cardiac defects
Considerable work has been performed to delineate
the mechanisms underlying cardiac defects in RASo-
pathies. Thus, careful analysis of the cardiac defects in
zebraﬁsh embryos indicated that expression of NS-
associated as well as NS-ML‒associated SHP2 vari-
ants induced loss of asymmetry, which resulted from
impaired cilia function in the Kupﬀer vesicle, a phe-
notype that was corrected by pharmacological MEK
inhibition (130). Cardiac defects have also been causally
linked to RAS/MAPK hyperactivation in several mouse
models of NS (143, 146, 147, 150, 205). Expression of
NS-associated SHP2 mutants in fetal, but not adult,
cardiomyocytes promotes ERK1/2 hyperactivation and
is associated with ventricular and valvular abnormalities
(143, 205, 206). However, comparison of tissue-speciﬁc
knockin (KI) mice revealed that endothelial/endocar-
dial‒restricted expression of NS-associated SHP2 or
SOS1 mutants was suﬃcient to trigger cardiac valve
defects in NS (143, 146, 147). These apparent dis-
crepancies may have an explanation in the time
window during which the conditional expression oc-
curs, as well as in the dysregulated communication
between both tissues, in particular implying proin-
ﬂammatory cytokines (TNFa, IL), as recently sug-
gested by Yin et al. (). In Nf2/2 mice, defects
in endothelial cushions resulting in obstructed blood
ﬂow were dependent on RAS/MAPK hyperactivation
(, ). Cardiac defects driven by the CFCS-causing
BRAF mutants could also be rescued by prenatal
MEK inhibition, alone or in combination with other
inhibitors (, ).
The pathophysiology of HCM, occurring in ~%
of aﬀected patients and being evolutive throughout
life, has been extensively studied in several models,
leading to contradictory results. Two elegant studies
using tissue-speciﬁc KI models of the NS-causing
RAF-LV and NS-ML‒causing SHP2-Y279C mu-
tants highlighted the relative contribution of the
diﬀerent cardiac cell types and of their communication
in HCM development. Interestingly, both studies
revealed that endothelial/endocardial expression of the
mutants promoted cardiomyocyte hypertrophy (149,
152). For the two HCM-prone NS mouse models
(Sos1E846K and Raf1L613V), rescue experiments revealed
a key role of MAPK hyperactivation in HCM devel-
opment (147, 148). Distinct mechanisms have been
proposed for NS-ML‒associated HCM (Ptpn11Y279C/+,
Ptpn11Q510E) (see later section), but the role of RAS/
MAPK hyperactivation has not been ﬁrmly excluded.
Craniofacial defects, growth retardation, and
decreased bone mass
Craniofacial defects (underlying facial dysmorphic
features in humans) and growth retardation have been
documented in several animal models of RASopathies
(, , , , , , ). A mouse with
neural crest cell‒speciﬁc expression of the SHP2-
Q79R, NS-causing, mutant recapitulated these skull
anomalies and revealed delayed ossiﬁcation of frontal
bones and lack of osteogenic diﬀerentiation (210).
Prenatal treatment with MEK inhibitors was necessary
and was suﬃcient to rescue craniofacial defects,
highlighting an eﬀect of RASopathy-associated RAS/
MAPK hyperactivation in skull formation during the
developmental stage (150).
The mechanisms underlying growth retardation
were explored in PtpnDG/+ mice. Growth retarda-
tion develops after birth and comes along with reduced
IGF- levels and GH-evoked RAS/MAPK hyper-
activation. Importantly, early treatment with a MEK
inhibitor normalized IGF- levels and improved the
growth of NS mice, implying that hyperactivation of
the RAS/MAPK pathway is a driving force for this
symptom (). In addition to endocrine defects, a direct
eﬀect (IGF-I independent) of RAS/MAPK hyper-
activation at the growth plate level certainly contributes to
growth retardation. Indeed, very recently, NS-associated
SHP mutants were shown to impair chondrocyte dif-
ferentiation in vitro and in vivo during endochondral
ossiﬁcation, resulting in impaired growth plate develop-
ment and reduced growth of long bones. Noticeably,
this defect was rescued by MEK inhibition but not by
IGF- treatment, although both alleviated growth re-
tardation (). Regarding decreased bone mass, mice
with speciﬁc Nf invalidation in bone and/or cartilage
progenitors display enhanced osteoclastogenesis, im-
paired osteoblast diﬀerentiation, and defective bone
mineralization, which are reverted by chronic inhibition
of the RAS/MAPK pathway (, –).
Cognitive deﬁcits
Animal models have also been valuable in deciphering
the mechanisms underlying RASopathy-associated
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of models of NF, NS, and LS, notably learning and
memory deﬁcits and defective synaptic plasticity,
were linked to hippocampal dysfunction, notably
altered long-term memory induction, and to de-
fects in neural progenitor speciﬁcation and were
associated with ERK/ hyperactivation. Consis-
tently, treatment aimed at reducing RAS/MAPK
signaling restored the cognitive defects (,
–). In contrast, although CS mice also dis-
played enhanced ERK signaling in the brain, their
cognitive deﬁcits were not alleviated by RAS/
MAPK inhibition (). Diﬀerences in treatment
protocols or in quantitative or qualitative RAS/
MAPK dysregulation or involvement of alterna-
tive or compensatory mechanisms may explain
these diﬀerences. Supporting this hypothesis, such
treatments aimed at improving the cognitive
function of patients with NF have given rise to
divergent results (–). Moreover, Altmu¨ller
et al. () recently highlighted the importance of
proper ERK dynamics and the existence of addi-
tional mechanisms.
Cancer predisposition
Understanding the pathophysiology of RASopathy-
driven tumorigenesis is a major challenge ahead, for
which animal models as well as state-of-the-art cellular
tools have provided key insights. Although the con-
tribution of RAS/MAPK hyperactivation in tumor
development is quite intuitive, given its pro-oncogene
function, additional mechanisms may be involved.
Indeed, RAS/MAPK hyperactivation has been mea-
sured in hematopoietic cells expressing NS/JMML‒
associated SHP2 mutants, and this dysregulation
contributes to leukemogenesis; however, other mecha-
nisms have been identiﬁed (171, 225). In the KrasV14I/+
mouse model of NS, chronic MEK inhibition has no
eﬀect on myeloproliferative disorder (MPD), whereas it
eﬃciently alleviates other traits of the disease, suggesting
that RAS/MAPK hyperactivation is not the main leu-
kemogenic force (150). In contrast, similar treatment
abrogated MPD and other tumor growth in mouse
models of NF1 (168, 226, 227). In one CS mouse model,
RAS/MAPK inhibition eﬃciently alleviated papilloma
development (156).
Other mechanisms in RASopathy physiopathology
RAS/MAPK “independent” mechanisms
In addition to RAS/MAPK hyperactivation, several
signaling pathways have been found to be dysregulated
in RASopathies and to participate in their patho-
physiology. Thus, a hyperactivation of PIK/AKT
signaling has been reported in models of NS-ML
(, , , ), SOS-associated and HRAS-
associated CS/CFCS (, , ), and KRAS-related
NS/CFCS (, , , , , ). From a
functional point of view, in several cellular and animal
models of NS-ML, cardiomyocyte hypertrophy was
associated with PIK/AKT/mTOR hyperactivation
and HCM was reverted by treatment with rapamycin
or AKT inhibitor as well as AKT genetic invalidation
(, , , , ). Of note, a recent study
revealed that cardiac function in an infant with NS-
ML and rapidly progressive HCM was improved by
-week everolimus (a rapamycin analogue) treat-
ment. Although cardiac hypertrophy was not reverted
in this time frame, this report provides insights into
new therapies to alleviate NS-ML‒associated HCM
(233). The fact that hyperactivation of both RAS/
MAPK and PI3K/AKT pathways give rise to similar
HCM-triggering cellular defects is somewhat puzzling.
However, the possibility that dysregulation of both
pathways contributes jointly to HCM pathophysi-
ology has not been addressed in the same model,
although crosstalks between these two pathways are
well established (234).
In addition to PIK dysregulation, CS-associated
cardiomyopathies have been causally linked to upre-
gulation of the renin-angiotensin II system, driving a
hypertensive phenotype and pointing to angiotensin
convertase inhibitors as potent therapies ().
Further highlighting a wider role for PIK dysre-
gulation in RASopathy pathophysiology, Kamiya et al.
() recently demonstrated that targeted invalidation
of Nf in osteocytes resulted in increased FGF levels
associated with an osteomalacialike bone phenotype,
which was reverted by treatment with PIK inhibitors.
PIK/AKT hyperactivation has also been measured in
hematopoietic cells expressing NS/JMML‒associated
SHP2 mutants (171, 225). PI3K/AKT/mTOR hyper-
activation is also thought to underlie the pathogenesis
of multiple lentigines in NS-ML (236).
Regarding MPD and cancer development, STAT
hypophosphorylation has been proposed as contrib-
uting to leukemogenesis in the context of NS/JMML‒
associated SHP2 mutants (171, 225). Enhanced
dephosphorylation of STAT3 was also recently de-
scribed in a mouse with pan-neuronal expression of
the SHP2 E76K mutant, resulting in hydrocephalus
development (237). Interestingly, using iPSC from
patients with NS who did or did not develop JMML,
Mulero-Navarro et al. (238) identiﬁed STAT5 hyper-
activation as a leukemogenic signature that is associated
with upregulation of speciﬁc miRNA. Moreover, NS-
associated SHP2 mutants have been shown to promote
MPD through alterations of mitochondrial aerobic
metabolism and reactive oxygen species production
(239). Pathophysiological studies identiﬁed that the
SHP2-D61G mutant promotes MPD by triggering
hematopoietic stem cell cycling and increasing the
stem cell pool, an eﬀect that could be mediated by
proinﬂammatory cytokines secreted by monocytes in
the vicinity of hematopoietic stem cells (240, 241).
Regarding NF1, studies demonstrated that devel-
opment of several tumors, including astrocytomas,
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glioblastomas, MPD, and JMML, depends on the loss
of other tumor suppressors (242–).
Endocrine and metabolism imbalance: causes
or consequences?
In addition to established features, a recent meta-
bolic characterization of PtpnTM/+ NS-ML mice
revealed a complex metabolic phenotype, associat-
ing defective adipogenesis, increased EE, and mito-
chondria activity/biogenesis as well as improved
insulin sensitivity. These diﬀerent metabolic anom-
alies resulted in reduced adiposity and improved
carbohydrate metabolism, which could be respec-
tively reverted by MEK inhibitor and rapamycin
treatment (). Moreover, neuronal KI of the hy-
peractive SHP-DA mutant resulted in resistance
to obesity and increased EE, a phenotype that seems
restricted to females because of the synergistic ac-
tion of estrogens (). This metabolic phenotype is
also thought to be linked to the fact that expression
of NS-associated SHP mutants is correlated with
mitochondrial dysfunction and that patients with
CS display increased EE (, ), suggesting that
metabolic defects may be a common trait of RASo-
pathies. In light of the complex roles of the RAS/
MAPK pathway in homeostasis maintenance, one
may expect that other dysfunctions of endocrine/
metabolic processes will be identiﬁed. Moreover,
an interesting area of research would be to deter-
mine whether such metabolic defects participate
in the development of other traits of the diseases.
For instance, decreased adiposity or lipodystrophy,
as well as imbalance in carbohydrate metabolism
or resistance to metabolic hormones (e.g., insulin,
leptin), have been associated with the develop-
ment or worsening of several cardiopathies, notably
HCM ().
Therapeutic Perspectives
Because genetic diseases by deﬁnition aﬀect few in-
dividuals, they have long been neglected in patho-
physiological research, thereby lacking etiologic
treatment. As with other rare diseases, the sole option
for patients with RASopathies has long been symp-
tomatic therapies, notably for cardiopathies and
growth delay. However, their eﬃciency and safety are
debated, and the identiﬁcation of speciﬁc mutations
and pathogenic mechanisms now provides new in-
sights into speciﬁc therapies. In particular, with RAS/
MAPK hyperactivation as a shared foundation, future
strategies for treatment of RASopathies can thrive on
therapeutic applications in the ﬁeld of RAS-driven
cancers. Moreover, understanding the long-term, sys-
temic consequences of RASopathy-associated muta-
tions will certainly shed light on additional processes
to target for alleviating speciﬁc traits.
Symptomatic approaches
Similar to patients with nonsyndromic congenital
heart defects, patients with RASopathies often undergo
cardiac surgery, including corrective surgery for val-
vular malformations (valvuloplasty or primary surgical
repair), ventricular septal myectomy for hypertrophy,
or even heart transplantation (). For HCM evolving
to congestive heart failure, beneﬁcial eﬀects of beta-
blocker therapy have been observed on diastolic
function and ventricular remodeling (). HCM
frequently coexists with structural malformations in
patients with NS, although they rarely occur in
nonsyndromic HCM, which may explain worse late
survival in patients with NS ().
As a symptomatic approach for NS-associated
growth retardation and before some pathophysio-
logical mechanisms were identiﬁed, treatment with
recombinant human growth hormone (rhGH) was
approved by the US Food and Drug Administration in
 (contrary to the European Medicines Agency);
however, its eﬃciency is still debated. Although most
studies reported an enhancement of growth during the
ﬁrst years of treatment, the beneﬁt of long-term
therapy is uncertain. To date, only six studies re-
ported adult height or near-adult height, with a height
gain SDS varying from . to . (~ to  cm, re-
spectively). Better responses were observed with ear-
lier initiation and longer duration of rhGH treatment
(, –).
Results of clinical trials are diﬃcult to compare
because of diﬀering protocols (variable enrollment
ages, treatment durations, and doses) and outcome
criteria. None of these studies was a randomized
controlled trial, and major biases aﬀected all of
the studies (). Concerning genotype-phenotype
correlations, a lower growth response was initially
suggested in patients with NS and a PTPNmutation
(), but it was not conﬁrmed in long-term studies
with a similar height gain compared with that of other
genotypes (). However, patients with PTPN
mutations presented with more severe short stature
and therefore reached a lower adult height. These
results may be related to GH insensitivity and/or al-
teration of the growth plate described in the previous
section. Concerns also exist about the use of rhGH
treatment in patients with RASopathies according to
their tumor predisposition, notably for patients with
CS, although GH deﬁciency has been reported for few
cases (). Regarding cardiopathies, although it was
initially postulated that rhGH treatment may have an
eﬀect on ventricular development in patients with NS
and heart defects, two prospective studies did not ﬁnd
any cause for concern (, ).
Targeted approaches
Given the role of RAS/MAPK hyperactivation in the
pathophysiology of RASopathies, therapeutic strate-
gies aimed at reducing this activation seem very
“In patients who have Costello
syndrome facial features are
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promising. As mentioned before, preclinical studies
have demonstrated the potency of pharmacological
MEK inhibitors (e.g., U, PD) in allevi-
ating several traits of the diseases, including cra-
niofacial defects, growth retardation, cardiopathies,
and cognitive deﬁcits (, , , , , ).
Interestingly, because RAS/MAPK dysregulation has
also been causally linked to numerous malignancies
in humans, one may wonder whether RAS-targeting
anticancer therapies can be repurposed for the
treatment of RASopathies, at least for noncongenital
features (). Several agents targeting the RAS/
MAPK pathway (e.g., farnesyltransferase inhibitors,
RAS antagonists, RAF, BRAF, and MEK inhibitors)
are currently undergoing clinical trials in the context
of cancer. However, substantial side eﬀects and re-
sistance mechanisms for some of them (e.g., RAF
inhibitors), arising from relief of negative feedback
loops and requiring combinatory therapies, have
been reported (, ). These eﬀects may impede
their transposition to the ﬁeld of RASopathies, in
particular when long-lasting, chronic treatment is
necessary. Arguing against this notion, the thera-
peutic dose for treatment of RASopathies, aimed at
normalizing RAS/MAPK activation, would cer-
tainly be far below cytotoxic anticancer therapies,
thereby limiting both adverse eﬀects and compen-
satory mechanisms.
A key diﬀerence between RASopathies and RAS-
driven cancers that could inﬂuence therapeutic op-
tions is the very nature (germline vs somatic) of the
mutations. Indeed, as in any genetic disease, RASopathy-
associated germline mutations generate a homeostatic
load, notably a sustained RAS/MAPK tonus, as soon
as the earliest stage of organismal development,
resulting in setting up of speciﬁc counter-regulations.
Following this logic, targeting the mechanisms (e.g.,
metabolic, endocrine, structural changes) by which
the organism adapts to RAS/MAPK hyperactivation
would be more potent than targeting RAS/MAPK
itself.
Another limitation for the use of RAS/MAPK‒
targeting anticancer therapies is that speciﬁc mutations
could positively, but also negatively, modify the sen-
sitivity of the mutated protein to certain pharmaco-
logical inhibitors. Indeed, it was recently demonstrated
that several NS-causing SHP2 mutants are unfor-
tunately resistant to the SHP2 allosteric inhibitor
SHP099, although this molecule displayed high eﬃ-
ciency, good tolerance, and oral bioavailability (260).
Similarly, speciﬁc mutations of RAF1 or MEK1 have
been shown to make mutated derivatives resistant to
inhibitors targeting the corresponding wildtype ki-
nases (261, 262).
Beyond the parallel between RASopathies and
RAS-driven cancers, the use of -hydroxy--methylglutaryl
coenzyme A reductase inhibitors, also known as
“statins,” has been suggested as a potential therapy for
RASopathies. Indeed, it has been proposed that statins
can decrease RAS activity by reducing RAS farnesy-
lation and its localization to the plasma membrane
(). Although this eﬀect may not be restricted to
RAS but aﬀects all farnesylated proteins in a non-
speciﬁc manner, a ﬁne-tuned dosage may normalize
RAS activation without aﬀecting other functions in the
context of RAS hyperactivation. Thus, the eﬃcacy of
statins for the treatment of cognitive deﬁcits has been
reported in mouse models of NS and NF (, ).
Statins (e.g., simvastatin) have also been assessed in
clinical studies for the treatment of cognitive deﬁcits in
children with NF with no signiﬁcant or minor eﬀects
but good tolerance (, ). Moreover, it was re-
cently reported that statin treatment may improve
growth and correct impaired chondrocyte diﬀerenti-
ation in an NS mouse model (). Clinical trials are
needed to test whether statin treatment could be a
therapeutic strategy to alleviate growth retardation and
other noncongenital features in patients with NS. A
phase , randomized, double-blind, placebo-controlled
therapeutic trial is under way to test the eﬃciency and
safety of simvastatin to treat growth and bone ab-
normalities in children with NS (ClinicalTrials.gov
identiﬁer: NCT).
In addition to inhibition of the RAS/MAPK
pathway, speciﬁc alterations could be targeted. In
the case of NS-ML, which has been causally linked to
PIK/AKT/mTOR hyperactivation, pharmacological
strategies aimed at inhibiting this pathway (rapa-
mycin, AKT inhibitor) have eﬃciently alleviated
some symptoms of the disease in mouse models and
also in patients (, , ). In patients with NS
with activating PTPN mutations, another ap-
proach will be the pharmacological inhibition of
SHP activity, as such molecules have been de-
veloped in the cancer ﬁeld and tested in mouse tumor
models (). In addition, several studies have
suggested the contribution of proinﬂammatory cy-
tokine signaling in RASopathy pathophysiology,
notably in HCM development, as treatment with
cyclosporine or TGFb inhibitors has reversed car-
diomyocyte hypertrophy (, ). Moreover, cur-
rent eﬀorts are directed toward the screening of new
molecules that could revert speciﬁc RASopathy-
associated phenotypes in cellular (e.g., iPSC-derived
engineered cardiac tissues) and animal models
(C. elegans, zebraﬁsh) ().
Future Directions
Within less than  years, considerable advances have
been made in the understanding of RASopathy
pathophysiology, with the identiﬁcation of causal
mutations and the functional analysis of their path-
ophysiological consequences. However, many ques-
tions remain unanswered. Indeed, there are still
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unidentiﬁed causal genes for a large proportion of
patients diagnosed with RASopathies. For those new
genes, as well as for recently identiﬁed mutations,
functional analyses will enrich our understanding of
RASopathies. Future work will also be directed to-
ward identifying the precise mechanisms underlying
the similarities and diﬀerences between RASopathies
and the variable expression of a given mutation.
Moreover, although several molecular defects have
been identiﬁed, notably for major congenital features,
they often rely on organ/function‒directed approaches,
so we still have a fragmentary view of the global
pathophysiology.
Major challenges ahead are thus to delineate the
integrated eﬀect of RASopathy-associated mutations,
taking into account recently identiﬁed endocrine and
metabolic imbalances and interorgan interactions,
and to assess the relative contribution of the dif-
ferent alterations to the global phenotype. The likely
contribution of both autonomous and non-
autonomous mechanisms in any investigated function
is certainly an important obstacle, which may be
overcome by the combined use of multiple tissue-
speciﬁc and inducible models, as well as multiscale
diﬀerential studies, modeling, and computation anal-
ysis. Moreover, additional levels of complexity will
certainly emerge, including genetic, environmental, or
age-related and sex-related modiﬁers. Longitudinal
clinical studies on bigger cohorts of patients will cer-
tainly provide important insights about such contri-
butions and will allow robust genotype/phenotype
correlations. All this knowledge to come will allow the
development of personalized medicine aimed at
normalizing the more relevant pathogenic mecha-
nisms. Beyond rare diseases, understanding of the
consequences of germline activation of RAS/MAPK
can have a wider fallout in the ﬁeld of chronic
disorders.
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Single sentence summary 
 
Hyperactive SHP2 controls macrophage fate in metabolic tissues to promote inflammation-




Insulin resistance is a key event in type 2 diabetes onset, but its multifactorial origin makes it 
difficult to identify mechanisms to target. We report that Noonan syndrome (NS), a genetic 
disease caused by activating mutations of PTPN11, encoding SHP2, is associated with an 
unsuspected insulin resistance profile. Indeed, patients with NS exhibit insulin resistance as 
obese subjects despite opposite body mass index. A NS mouse model also displayed a 
comparable insulin resistance phenotype uncoupled from unbalanced lipid management. Bone 
marrow transplantation revealed this phenotype was borne by hematopoietic cells and further 
analysis revealed constitutive inflammation of metabolic tissues. Clodronate-mediated 
macrophage depletion both improved glucose tolerance and decreased this so-called 
metaflammation, highlighting a key role of macrophages. In-depth analysis of liver 
macrophages showed that activating SHP2 mutation promoted a pro-inflammatory phenotype 
and modified resident macrophage’s identity. Treatment of obese/diabetic mice with the 
SHP2 inhibitor SHP099 improved their insulin sensitivity, reduced metaflammation and 
alleviated the macrophage phenotype. Taken together these results reveal that SHP2 
hyperactivation directly promotes inflammation-triggered insulin resistance and that its 
inhibition could have therapeutic potential to target insulin resistance. 
 




   
With a prevalence of 422 millions of affected patients in 2014, type 2 diabetes (T2D) 
has reached epidemic proportions worldwide, in tight correlation with overweight/obesity, 
notably in Western but also in developing countries (1). T2D is a multifactorial disease, with 
many defects -the so-called ominous octet- contributing to hyperglycemia (2). While 
symptomatic glucose-lowering therapies (e.g., metformin, thiazolidinediones) represent first 
line treatments, some of them can be associated with adverse effects, notably hypoglycemia, 
weight gain, liver toxicity and cardiovascular complications. A major challenge ahead is thus 
to develop therapeutic strategies that could target the causal mechanism(s) of the disease. In 
this setting, resistance of peripheral tissues to insulin action is a key event in diabetes onset, 
so therapeutic strategies aiming at restoring insulin sensitivity are highly relevant, with the 
prerequisite of understanding insulin resistance-promoting mechanisms. 
Even though gene-targeting approaches have pinpointed key determinants of insulin 
resistance (e.g., signalling defects downstream from insulin receptor, inflammation, 
lipotoxicity), most of these do not translate to human pathophysiology because of 
compensatory mechanisms or fail to yield therapeutics because of adverse effects. A powerful 
approach to firmly establish the role of a protein in a pathology and the potency of its 
targeting is to take advantage of genetic diseases. As unique conditions caused by single 
genetic events, they can be highly valuable for assessing the pathophysiological power of a 
gene product and can provide important insights into the effects of manipulating specific 
proteins or pathways in a system that is directly relevant to human diseases.  
 Noonan syndrome (NS) and NS with multiple lentigines (NS-ML) are related genetic, 
autosomal dominant, diseases associated with cranio-facial features, cardiopathies, and 
growth retardation, as well as predisposition to myeloproliferative disorders (MPD; i.e. 
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juvenile myelomonocytic leukaemia, JMML). They are mainly caused by mutations of 
PTPN11, encoding the tyrosine phosphatase SHP2, that surprisingly result in opposite 
biochemical effects, as NS-associated mutations are hyperactivating while NS-ML-causing 
mutations are hypoactivating (3). We previously reported that a mouse model of NS-ML, 
carrying a hypoactive mutation of SHP2 frequently found in NS-ML patients, displays 
improved insulin sensitivity and resistance to obesity-induced diabetes, highlighting a global 
negative role of SHP2 in regulating insulin sensitivity (4). Conversely, SHP2 overexpression 
has been detected in metabolic tissues of several animal models of obesity/diabetes, possibly 
in line with the feeding/fasting status and SHP2/Insulin Receptor Substrate-1 (IRS1) 
association negatively correlates with insulin signaling activation in animal models of insulin 
resistance (5-9). Moreover, PTPN11 has been identified as one 25 candidates for metabolic 
syndrome in human (10). However, whether and how SHP2 hyperactivation can, directly or 
indirectly, promote insulin resistance remains unknown.  
 To address this question, we used NS, associated with hyperactive SHP2, as a model 
system. In this study, we explored the metabolic status of NS, both in NS patients carrying 
mutations on PTPN11, and in a well-characterized mouse model of the disease, that 
ubiquitously expresses the D61G, hyperactive, mutant of SHP2 at the heterozygous state 
(SHP2D61G/+) (11). Our data highlight that hyperactive SHP2 mutants promote an insulin 
resistance condition uncoupled from unbalanced lipid management and triggered by 
constitutive metaflammation, through direct alterations of macrophage behaviour. Consistent 
with this direct role of SHP2 in promoting inflammation-mediated insulin resistance, SHP2 
pharmacological inhibition improves glucose tolerance and insulin sensitivity and reduces 






Systemic expression of hyperactive SHP2 is associated with glucose intolerance and 
insulin resistance  
To get initial insights into the metabolic impact of SHP2 hyperactivation, we analyzed clinical 
data of a cohort of 21 pediatric patients with NS and genetic confirmation of PTPN11 
mutations (referred to as NS-PTPN11). Patients with severe cardiopathy, MPD or growth 
hormone (GH) treatment were excluded (tables S1 and S2). Body mass index (BMI) was 
significantly lower in NS-PTPN11 patients when compared to age- and gender-matched 
healthy subjects (normal weight group), confirming previous results (12). Fasting glycemia 
and fasting insulinemia were in the normal range. When challenged by oral glucose tolerance 
test (OGTT), NS-PTPN11 patients displayed a similar rise in glycemia and insulinemia as 
normal weight subjects, but these parameters remained higher over time (tables 1 and S2). 
Moreover, normalized (expressed as percentage of fasting value) glycemia remained elevated 
after 2 hours and normalized 2-hour insulinemia also was increased in NS-PTPN11 patients 
(Fig. 1A and 1B, tables 1 and S1). Global analysis of the glycemia profile revealed a 
significant difference between NS-PTPN11 patients and age- and gender-matched normal 
weight subjects (Fig. 1A).  
We compared the metabolic profiles of NS-PTPN11 patients and obese/insulin resistant 
subjects. Obese patients displayed normal fasting glycaemia (4.71 vs 4.83 mmol/L), but 
significantly higher fasting insulinemia (45.07 vs 98.8 mIU/L, p<0.001), resulting in higher 
HOMA-IR and QUICKI (tables 1 and S2). Despite diametrically opposite BMI values in NS-
PTPN11 and obese patients, 2-hour glycemia, 2-hour insulinemia, and normalized parameters, 
remained high in the 2 groups compared with normal weight subjects, and their glycemia 
curves were very similar (Fig. 1A, B, tables 1 and S2). Thus, these results reveal that NS-
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PTPN11 patients present similar features of insulin resistance as obese subjects despite 
opposite BMI (Fig. 1C). Importantly, this profile was not observed in a small group of lean, 
BMI-matched subjects, who displayed elevated fasting glycemia but regulated their glycemia 
during OGTT as efficiently as normal weight individuals (tables 1 and S2).  
We next assessed glucose homeostasis in SHP2D61G/+ mice (referred to as NS mice). WT and 
NS animals (10-12 weeks old) were first assayed for OGTT.  NS animals displayed normal 
fasting glycemia but significant glucose intolerance compared with WT littermates (Fig. 1D) 
that was also seen in 20 week-old NS mice (fig. S1A). Fasting insulinemia and glucose-
induced insulinemia were similar between both groups, as was insulin immunostaining of 
pancreas section (Fig. 1E, F). However, insulin tolerance test (ITT) revealed insulin 
intolerance in NS animals (Fig. 1G) and insulin-evoked AKT Ser473 phosphorylation was 
markedly decreased in metabolic tissues from NS mice (Fig. 1H). We also assessed whole-
body glucose utilization in conscious mice during a euglycemic hyperinsulinemic clamp. The 
glucose infusion rate (GIR) was reduced by half in NS mice compared with WT littermates 
(Fig. 1I), concomitant with decreased glucose uptake in muscle and impaired suppression of 
hepatic glucose production (HGP) by insulin, highlighting insulin resistance in metabolic 
tissues, notably the liver (Fig. 1J, K). Insulin response was normalized when using higher 
dose of insulin, reinforcing the notion of impaired insulin sensitivity (fig. S1B-D). Together, 
these results reveal that systemic expression of hyperactive SHP2 is associated to glucose 
intolerance and insulin resistance in mouse and human.  
 
Hyperactive SHP2-associated glucose intolerance is not due to ectopic lipid deposits 
It is well established that glucose intolerance/insulin resistance can arise from ectopic lipid 
deposits in metabolic tissues, resulting in lipotoxicity. Such situation classically occurs during 
obesity but also is seen in lipoatrophic or lipodystrophic diseases, because adipose tissue 
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storage capacities are outreached or insufficient, respectively. We explored adiposity and lipid 
distribution in NS-PTPN11 patients, and found they displayed lower-than-average adiposity. 
Plasma triglycerides and LDL were in the normal range, but cholesterol and HDL levels were 
reduced significantly. Further analysis revealed that almost all patients have hypoleptinemia, 
in accordance with their reduced adiposity (table S2). SHP2D61G/+ mice displayed reduced 
body weight, as well as decreased absolute fat and lean masses, compared with their SHP2+/+ 
littermates (fig. S2A-D). Interestingly, while lean mass proportion was similar in both 
genotypes, the fat proportion was significantly reduced in NS animals, as was the weight of 
perigonadic fat pads and leptinemia, highlighting reduced adiposity (Fig. 2A-C). These 
differences in weight, body composition, and leptinemia were further enhanced when animals 
were high-fat fed, suggesting that NS animals were resistant to high-fat diet (HFD)-induced 
obesity (fig. S3A-D). Importantly, high-fat fed NS and WT mice display similar glucose and 
insulin intolerance despite lower adiposity, although WT, but not NS mice, developed fasting 
hyperglycemia and hyperinsulinemia (fig. S3E-H), which is reminiscent of the NS vs obese 
patients profile (Fig. 1C). Plasma triglycerides of NS mice were normal under standard diet or 
HFD (Fig. 2D and fig. S3I). By contrast, cholesterol and HDL levels were significantly lower 
in NS mice, and free fatty acids were similar in WT and NS animals, whatever the diet was 
(Fig. 2E-H and fig. S3I). Triglyceride quantification in metabolic tissues from NS mice 
showed normal or reduced lipid deposits in muscle and liver, respectively (Fig. 2I-K), a 
difference that widened upon HFD (fig. S3J, K). In concert, these data reveal that NS is 
associated with reduced adiposity, normal or lower-than-average plasma lipids and reduced 
ectopic lipid deposits, suggesting that insulin resistance triggered by hyperactive SHP2 is not 




Glucose intolerance is only transiently reverted by chronic MEK inhibition 
It is well known that a large part of SHP2 biological activity relies on its capability to 
promote RAS/ERK activation. Accordingly, work performed on patient cells or in mouse 
models has clearly demonstrated that NS-PTPN11-associated clinical traits, including 
cardiopathies, cranio-facial defects or growth retardation are causally linked to RAS/ERK 
hyperactivation (11, 13-18). We thus investigated whether ERK hyperactivation also 
promotes the metabolic phenotype found in the SHP2D61G/+ mice. Chronic treatment with the 
MEK inhibitor PD0325901 efficiently reduced ERK1/2 hyperphosphorylation in those 
animals (fig. S4A). After two weeks of treatment, glucose tolerance was improved in 
PD0325901-treated NS mice when compared to vehicle-injected animals (fig. S4B, C). 
However, this effect was lost after longer treatment, possibly hidden by a significant increase 
in body weight (fig. S4D-G). Together, these results suggest a minor contribution of 
RAS/ERK hyperactivation in the insulin resistance phenotype triggered by hyperactive SHP2. 
 
The glucose intolerance phenotype is transferred with hematopoietic cells 
SHP2 invalidation in different metabolic tissues (e.g., muscle, liver) has revealed opposite 
effects on insulin sensitivity (19, 20). Insulin resistance can also result from low-grade 
inflammation, for instance in obesity and also in chronic inflammatory conditions (21, 22), 
and SHP2 has been shown to trigger a pro-inflammatory phenotype (23-25). To better 
understand how hyperactive SHP2 drives insulin resistance, we performed bone marrow 
transplantation (BMT) experiments to identify if the phenotype is of hematopoietic origin or 
not (Fig. 3A). Transplantation did not modify body weight and adiposity of chimeric mice 
(Fig. 3B, C). Repopulation of WT mice with NS BM (NS in WT, N>W) resulted in 
significant decrease of the glucose tolerance of WT mice when compared to WT reconstituted 
(W>W) animals without altering fasting glycemia (Fig. 3D, E). The difference between N>W 
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and W>W shrunk over time (Fig. 3F, G), possibly because of the significant body weight gain 
of the W>W animals (33.2±0.81g vs 36.1±1.40g, p=0.01). Conversely, transplantation of WT 
BM in NS mice (WT in NS, W>N) did not modify fasting glycemia but improved the glucose 
tolerance of NS mice over time (Fig. 3F, G), associated with higher insulin secretion (Fig. 
3H). Taken together, these results suggest that SHP2D61G/+ hematopoietic cells were sufficient 
to promote glucose intolerance. 
 
NS mice display a metaflammation phenotype 
Given the role of the hematopoietic cells in NS-associated insulin resistance, we assessed the 
inflammatory status in metabolic tissues from SHP2D61G/+ mice. Gene expression analysis 
revealed a significant increase of several markers of immune cell (Cd45, Cd8), in particular 
macrophages (F4/80-Emr-1, Cd11b, Cd11c), notably in liver and white adipose tissue 
(WAT), as well as an upward trend for gene expression of several pro-inflammatory cytokines 
(Il6, Il1β, Mcp1, Tnfα) (Fig. 4A). Plasma IL6 and TNFα followed a similar pattern, 
associated with higher circulating leucocytes and monocytes (Fig. 4B, C). Although the 
quantification of macrophages (CD45+, F4/80+ cells) in stromal fractions from WAT, muscle 
and liver by flow cytometry did not show an increase of macrophages infiltration, we 
observed a significantly higher proportion of pro-inflammatory macrophages (CD45+, 
F4/80+, CD11b+, CD11c+ cells) in the different metabolic tissues of NS mice (Fig. 4D-F). 
Together, these results show that systemic expression of hyperactive SHP2 drives a 
constitutive inflammation status of the metabolic tissues.  Importantly, chronic treatment with 
PD0359201 did not modify the inflammatory profile of SHP2D61G/+ mice, as revealed by 
unchanged inflammation markers profile and stromal fraction infiltrates (fig. S4H, I). To 
establish a first link between inflammation and the insulin resistance phenotype in NS, we 
evaluated the inflammatory profile of N>W and W>N mice. Interestingly, N>W mice 
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displayed a significant raise of the inflammatory markers in the metabolic tissues, associated 
with an increase of circulating IL6 and TNFα levels (Fig. 4G, H), when compared to W>W 
mice. In contrast, W>N showed a significant decrease of their inflammatory phenotype (Fig. 
4G, I). In concert, these results highlight a positive correlation between the inflammatory 
pattern and the glucose intolerance in SHP2D61G/+ mice, suggesting that hyperactive SHP2 
mutation could cause insulin resistance by triggering metaflammation.  
 
Macrophage depletion rescues glucose intolerance in SHP2D61G/+ mice 
We thus evaluated the specific role of macrophages on NS-associated glucose intolerance. 
Macrophage depletion by clodronate treatment significantly improved glucose tolerance of 
NS mice (Fig. 5A) at least in part through an effect on fasting glycemia (Fig. 5B). Expression 
of inflammation markers was markedly reduced in the liver of clodronate-treated NS mice, 
and to a lesser extent in their adipose tissue but not in their muscle (Fig. 5C). Moreover, 
clodronate almost abolished F4/80+ and CD11c+ cells infiltration in the liver and strongly 
reduced it in the perigonadal WAT, but had no effect on CD11c+ cell infiltrate in muscle or in 
subcutaneous WAT (Fig. 5D). Consistent with this, insulin-evoked AKT Ser473 
phosphorylation was restored in the liver but not in the muscle of clodronate-treated 
SHP2D61G/+ mice, while this parameter was very heterogeneous in subcutaneous and 
perigonadal WAT (Fig. 5E, F). As perigonadal WAT has a limited contribution to whole-
body glucose uptake (Fig. 1J), the improvement of glucose tolerance upon clodronate 
treatment might be limited to a specific effect on insulin sensitivity in the liver, possibly 
through restored HGP suppression, which could also explain the strong effect of clodronate 
treatment on fasted glycemia. These results demonstrate that the metaflammation phenotype 
displayed by SHP2D61G/+ mice contributes to their glucose intolerance. 
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Hyperactive SHP2 shifts macrophage identity towards a pro-inflammatory profile 
We next investigated the direct impact of hyperactive SHP2 on macrophage function. To this 
aim, bone marrow derived macrophages (BMDMs) were isolated from SHP2+/+ and 
SHP2D61G/+ mice. Expression of pro-inflammatory markers (e.g., Tnfα, Mcp1) was 
significantly increased in BMDMs derived from NS mice (Fig. 6A), suggesting that 
hyperactive SHP2 curves macrophages towards a pro-inflammatory phenotype. Consistently, 
BMDMs derived from SHP2D61G/+ mice were pre-activated and more sensitive to LPS 
stimulation than WT BMDMs, as revealed by higher NFκB/p65 phosphorylation (Fig. 6B,C). 
Given the strong contribution of liver NS macrophages on insulin resistance, we next 
performed an in depth characterization of F4/80+ cells from liver stromal fraction, using 
single cell RNA sequencing. Among the differentially expressed genes, several markers of 
macrophage differentiation (Egr1, Fosb) were down-regulated in NS, and markers of Kupffer 
cells (KC) (Clec4f, Vsig4, Fabp7, Timd4) and of activated macrophages (Fcna, Cd163, Cd5l) 
were upregulated (Fig. 6D). Interestingly, when clustering cells with similar pattern of gene 
expression (Fig. 6E), most of those upregulated genes were found in a NS-specific cluster of 
cells (cluster 6) that also express surface markers of recruited hepatic macrophages (C1qa, 
C1qc, Apoc1) (Fig. 6F-H). Importantly, we confirmed by RT-qPCR a strong upregulation of 
those genes in the livers of NS mice compared with WT animals, which reverted to the level 
of the WT mice upon clodronate treatment (Fig. 6I). Similarly, transplantation of WT bone 
marrow into NS mice damped down the hepatic expression of this subset of genes, and vice 
versa, although their overexpression in N>N mice was milder, possibly as a consequence of 
irradiation (Fig. 6J). Taken together, these results reveal expression of hyperactive SHP2 
mutant changes hepatic macrophage identity, which should account for the associated 
inflammation and glucose intolerance profile. 
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Pharmacological inhibition of SHP2 improves insulin sensitivity and reduces 
metaflammation in obese/diabetic mice 
Given the primary role of hyperactive SHP2 in promoting inflammation-driven glucose 
intolerance, we next hypothesized that SHP2 inhibition could improve carbohydrate 
metabolism in non-genetic, chronic metabolic diseases. For this, obese/diabetic mice were 
taken as a standard model of insulin resistance associated with low-grade inflammation of 
their metabolic tissues. These mice were treated with a specific, orally bioavailable SHP2 
inhibitor for 2 weeks, or the vehicle as a control, and their glucose tolerance was assessed. 
Both groups were indistinguishable in term of weight (46.5±1.2g vs 44±0.9 g), fasted 
glycemia (240.1±12.2 mg/dL vs 242.4±12.6 mg/dL) and glucose intolerance profile (AUC: 
2002.1 ±109.8 AU vs 1977.1±83.9 AU) prior to the treatment. Quite strikingly, SHP099 
treatment significantly improved glucose tolerance, fasted glycemia, fasted insulinemia and 
insulin tolerance (Fig. 7A-E). Moreover, this treatment restored insulin-evoked AKT Ser473 
phosphorylation in liver and in muscle (Fig. 7F). Weight gain of SHP099-treated animals was 
slightly softened, linked with a significant reduction of liver weight (Fig. 7G, H). Importantly, 
SHP099-treated mice displayed reduced inflammation markers and macrophage infiltrates in 
metabolic tissues (Fig. 7I, J). SHP099 treatment had a similar effect on HFD-fed mice on a 
C57Bl6x129Sv mixed genetic background (fig. S5). Interestingly, SHP099 treatment also 
significantly decreased the hepatic expression of the NS-associated subset of genes (Fig. 7K). 
These results show that SHP2 inhibition improves glucose tolerance and insulin sensitivity, 






Discussion   
 In this study, we documented for the first time, both in humans and in a mouse model, 
the metabolic impact of systemic SHP2 hyperactivation, using NS as a model system. In 
particular, we demonstrated that systemic SHP2 overactivation results in glucose intolerance 
and insulin resistance, suggesting that SHP2 has a global negative function on glucose 
metabolism. Consistently, we provided evidences that treatment with a selective SHP2 
inhibitor reverses insulin resistance of obese/diabetic mice.   
 While our results are at odds with several tissue-restricted KO or KI highlighting a 
protective role of SHP2 towards insulin resistance, with the exception of liver-specific KO 
[for review, see (26)], they are consistent with previous results showing that a mouse model 
expressing a hypoactive mutant of SHP2 displays improved glucose tolerance and insulin 
sensitivity (4). Our data potentially reconciles these apparent discrepancies, as we provide 
strong evidence for a major role of the hematopoietic cells, notably macrophages, in directly 
promoting NS-associated inflammation-driven insulin resistance. Hence, the contribution of 
hematopoietic/myeloid SHP2 to glucose metabolism regulation has never been determined. 
Therefore, our finding that inflammation has a key role in NS-associated insulin resistance 
enables assessment of the relative contribution of SHP2 within different tissues, with a more 
prominent role of SHP2 in the macrophage in promoting insulin resistance.  
 We report that NS-PTPN11 is associated with reduced adiposity, but without obvious 
signs of ectopic lipid deposits or lipotoxicity, suggesting that the insulin resistance triggered 
by systemic expression of hyperactive SHP2 is not secondary to impaired lipid distribution. 
Such obesity-independent T2D/insulin resistance is somewhat reminiscent of chronic 
inflammatory conditions, such as autoimmune diseases or infection (21, 22). In accordance 
with this notion, our data identify an important role of SHP2 in promoting a pro-inflammatory 
phenotype in macrophages with profound consequences on immuno-metabolism. 
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Consistently, SHP2 deletion in the myeloid lineage results in an anti-inflammatory profile 
(M2 polarization), promoting pulmonary fibrosis or emphysema, impairing host immunity 
during bacterial infection, or triggering a Il10 anti-inflammatory response and protecting 
against colitis (23-25, 27, 28), although SHP2 reportedly plays anti-inflammatory function 
(29, 30). Moreover, treatment with SHP2 inhibitors reduced inflammatory response 
associated to Haemophilus influenzae infection, systemic lupus erythematous or endotoxemia 
(25, 31, 32) and a compound with anti-inflammatory properties was recently identified as a 
SHP2 inhibitor (33). However, the selectivity of several of these compounds is debated (34). 
Furthermore, in vitro experiments revealed that expression of hyperactive, NS- or leukemia-
associated, SHP2 mutants triggers a M1 phenotype, while expression of a hypoactive mutant 
of SHP2 is associated with a M2 pattern (23, 35). 
 A key question raised by these findings is to understand how hyperactive SHP2 
promotes such a pro-inflammatory phenotype, and subsequent insulin resistance. As 
evidenced by in vitro studies, hyperactive SHP2 can certainly drive cell autonomous 
mechanisms, ranging from enhanced M1 polarization to increased sensitivity to pro-
inflammatory signals. In addition, the NS-associated pro-inflammatory phenotype can arise 
from unbalanced monocyte homeostasis, resulting either from monocytosis and/or decreased 
drainage, two NS features (11, 36-39). Adding further complexity, such 
monocytes/macrophages dysfunctions can also be triggered by the microenvironment, 
notably through enhanced chemo-attractive properties (27, 40). Supporting a mixed model, 
while we demonstrate a key role of macrophages in NS-associated glucose intolerance, the 
metabolic phenotype is only partly reverted in chimeric mice, implying a contribution of 
the non-hematopoietic cells. Beside inflammation, since SHP2 can downregulate insulin-
evoked PI3K signaling (19, 41), NS-causing SHP2 mutant might directly promote insulin 
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resistance of metabolic tissues. However, at least in the liver, the macrophage defect 
certainly prevails, since clodronate treatment restores hepatic insulin signaling. 
 Our data unravel an unexpected condition of inflammation driven-insulin resistance 
caused by a single genetic event, uncoupled from standard associated events (e.g.,obesity, 
lipotoxicity), and with relevance in humans, thereby providing an invaluable model to 
decipher new molecular determinants of immunometabolism regulation. With this 
perspective, analysis of hepatic macrophages, which strongly contribute to the phenotype, 
identified a specific subpopulation harboring markers of KC, macrophage activation and 
infiltrated monocytes/macrophages. Whether and how hyperactive SHP2 curves the gene 
expression program of KC to a pro-inflammatory pattern or triggers the recruitment of 
monocytes-derived macrophages that acquire KC identity remains to be determined. 
Interestingly, SHP2 is known to control the self-renewal potential of different progenitors, 
notably hematopoietic stem cells, and to favor the myeloid lineage (42, 43). A NS-specific 
subset of hepatic macrophages overexpresses several markers of the core signature of resident 
cells (Ctsd, Sepp1, Fcgr3, Cd164, Ctsl) as well as bona fide markers of yolk sac (YS)-derived 
KC, suggesting an effect of hyperactive SHP2 on the ontogeny of those cells. However, 
expression of hyperactive SHP2 in yolk sac erythromyeloid progenitors did not alter tissue 
macrophage population, although neither the impact of this mutant on inflammation nor on 
metabolism was explored in this model (40). In favor of the second hypothesis, this particular 
cluster of cells also display markers of recruited hepatic macrophages, and the expression of 
some of the YS-derived KC markers can also raise during the transition of BM cells to KC 
(44). Interestingly, it has been recently proposed in the context of myeloproliferation that 
hyperactive SHP2 in the hematopoietic niche can promote recruitment of inflammatory 
macrophages, which in turn trigger the proliferation of myeloid progenitors (27). A similar 
mechanism could occur in metabolic tissues, such as the liver, leading to resident macrophage 
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hyperproliferation. Regardless of the precise origin of these cells, our data suggest that this 
specific population could play an important role in inflammation-driven insulin resistance, 
since improvement of glucose tolerance upon clodronate treatment or BMT comes along with 
normalized expression of those genes.  
 The direct link between SHP2 hyperactivation and inflammation driven-insulin 
resistance also provides important insights into the field of chronic metabolic diseases. In 
particular, from the fact that acquired hyperactivation of SHP2 restricted to hematopoietic 
cells in N>W BMT is sufficient to trigger insulin resistance, we inferred that obesity-
associated insulin resistance can result from SHP2 hyperactivation in macrophages, through 
mechanisms that remain to be established. Thus, our data reveals that systemic inhibition of 
SHP2 can efficiently improve insulin sensitivity in preclinical models of T2D, possibly in part 
by reducing metaflammation. Comfortingly, the insulin-sensitizing effect of SHP099 was 
similar or greater than metformin or thiazolidinedione (TZD), although differences in 
preclinical models, administration route and treatment duration are as many variables making 
the comparison difficult (45, 46), suggesting that SHP2 inhibition could represent a 
therapeutic benefit. Hence, several reports have recently documented the safety of SHP099, at 
least in acute or short-term treatments (47-51). Interestingly, we observed some of the genes 
found in the NS-specific cluster of macrophages were also upregulated in hepatic 
macrophages of obese/diabetic mice, in accordance with previous results (52), and that 
treatment with SHP099 normalized their expression while alleviating the insulin resistance of 
those mice. Altogether, these data suggest that in a context of metabolic disorder, SHP2 could 
trigger metaflammation, possibly through the mobilization of this particular macrophage 
subpopulation, and subsequent insulin resistance.  
 Finally, the characterization of this metabolic phenotype in NS-PTPN11 also raises 
important questions regarding the pathophysiology of NS and related syndromes. NS is a 
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genetically heterogeneous disease, and is closely related to other disorders, the so-called 
RASopathies (e.g., NS-ML, Costello syndrome), that are caused by mutations hitting genes 
encoding actors or regulators of the RAS/ERK pathway (3). Since hyperactive (NS-
associated), and hypoactive (NS-ML-associated), SHP2 mutations seem to drive mirror 
glycemic phenotypes (4), one may argue that the glucose intolerance could represent a 
specific feature of PTPN11-associated NS. However, given the effect, albeit transient, of 
MEK inhibitor, one cannot exclude that glucose intolerance will be found in other 
RASopathies. Indeed, preliminary OGTT results on few non-PTPN11 patients with 
RASopathies revealed a similar glucose intolerance profile (unpublished data). While 
additional experiments are required to address these questions, the identification of this 
metabolic phenotype may justify specific follow up, at least in NS-PTPN11 patients, since the 
glucose intolerance can evolve to diabetes and participate, with other metabolic defects, to the 
worsening of some traits of the disease, notably cardiopathies. 
 The present study has several limitations. First, the cohort of patients, while being 
substantial considering that NS is a rare condition, remains too restricted to assess gender/age 
specificities or perform genotype /phenotype correlations. Whether NS patients are at risk of 
developing T2D in adulthood also remains to be established. Then, while our study in the NS 
mouse model provides strong evidences for a role of SHP2 hyperactivation in macrophage in 
triggering insulin resistance (BMT experiments, clodronate treatment, specific macrophage 
defects), we cannot rule out that an autonomous defect in parenchymal cells of metabolic 
tissues also contributes to insulin resistance. Moreover, regarding the parallel with insulin 
resistance in chronic metabolic diseases, although we show that SHP2 inhibition efficiently 
alleviates insulin resistance in diet-induced obesity model, whether and how SHP2 is 
hyperactived in the macrophages of obese/diabetic mouse model is unknown. Last, the 
successful translation to human pathophysiology will require to document in preclinical 
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models potential adverse effects of chronic SHP099 administration and benchmark such 


























Materials and Methods 
Study design 
 
This study was designed to determine whether and how SHP2 hyperactivation drives an 
insulin resistance phenotype, using NS, a genetic disease caused by SHP2 hyperactivation, as 
a model system. This objective was addressed by determining the metabolic profile of NS 
patients carrying PTPN11 mutations and of a well-established NS mouse model and by 
identifying the cause of insulin resistance. From the obtained data, we hypothezised that NS-
associated insulin resistance could be driven by sustained inflammation of the metabolic 
tissues and macrophage defects. To test this, we performed interventional experiments in the 
NS mouse model (bone marrow transplantation, macrophage depletion) and in depth analysis 
of resident macrophages. From these results, we hypothezised that similar mechanisms may 
occur in the context of DT2, and that SHP2 inhibition may alleviate insulin resistance in 
obese/diabetic mice. Our objective was thus to evaluate the preclinical efficacy of SHP099, a 
small bioavailable specific inhibitor of SHP2.  
Human data included metabolic parameters and auxological data from NS patients, with 
genetic confirmation, who were age- and gender-matched with normal weighted, obese or 
lean subjects. For the metabolic phenotyping of NS mice and for interventional experiments, 
animal sample sizes were calculated on the basis of previous animal studies (4, 53). Control 
and NS mice from the same litter were randomly selected for experiments. For the SHP099 
study, a pilot experiment (5 animals per group) was performed to assess the toxicity of 
SHP099 chronic treatment. HFD mice were then randomly assigned to SHP099 or vehicle 
groups. Growth retardation of NS mice prevented blinding to the genotypes during mouse 
handling, but investigators were blind to genotypes at tissue/cell analysis and histological 
assessment, and to treatment at tissue collection, cell analysis and metabolic assays. All data 
were included, except if predefined endpoints were reached (e.g., weight loss >20%, 
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persistent signs of pain).  Experimental replicates were variable for each experiment and are 
detailed in the figure legend. 
 
Patients: All molecular analyses were performed at the Department of Genetics of Robert-
Debré Hospital (H.Cavé, A. Verloes), Paris, France. The data collection and functional 
exploration for NS patients were performed in the Endocrinology, Bone diseases and Genetics 
unit from the Children Hospital of Toulouse, France (table S1). This protocol was approved 
by Institutional Review Boards (Biomedical Research Protocol, NCT: 02383316). Lean, 
normal weight and obese patients were from population studies recruited in Lille University 
Hospital, Lille, France (54). The study protocols were approved by local ethics committees. 
Oral assent was obtained from all patients and legal guardians signed a written informed 
consent form. Body mass index (BMI) was calculated as the ratio of weight in kg divided by 
the square of height in meters and BMI measurements were converted to age- and sex-specific 
Z-scores on the basis of French reference data (55). Fat body mass was measured by dual-
energy X-ray absorptiometry (DXA) analysis using a Lunar Prodigy device (GE Healthcare), 
expressed as a percentage of total body mass and transformed to age-specific z-scores (56). 
Plasma parameters were obtained using standard hospital procedures and were transformed to 
age-specific Z-scores. For oral glucose tolerance test, fasting patients received 1.75 g/kg (max 
75 g) glucose per os, then glucose and insulin levels were measured at indicated time points. 
HOMA-IR and QUICKI index were calculated using the following formula:  
HOMA-IR = fasting insulin (mIU/L) x fasting glucose (mmol/L) / 22.5 
QUICKI = 1 / [log(fasting insulin (mIU/L) + log(fasting glucose (mmol/L)] 
 
Mouse phenotyping: Breeding and experimental procedures were performed in accordance 
with institutional guidelines for animal research and were approved by the Animal Care and 
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Use Ethics Committee US006 CREFRE - CEEA-122 (protocols 10/563/G/02 and 
16/1048/03/18, authorization 5739-2016061417177039). The mouse model carrying the point 
mutation D61G on SHP2 (referred to as SHP2D61G/+ or NS mouse) has been previously 
described (11). Mice were housed under specific pathogen-free conditions in a constant 
temperature (20–22°C) and humidity (50–60%) animal room, with a 12/12 h light/dark cycle 
(lights on at 7:00 A.M.) and free access to food and water. To determine body composition, 
EchoMRI analyses (Echo MedicalSystems) were performed following manufacturer’s 
instructions. For oral glucose tolerance test or insulin tolerance test, after 6 hours fasting, 
mice were fed with glucose (3 g/kg) or i.p. injected with insulin (0.5 IU/kg), then blood was 
taken from the tail vein and glucose levels were monitored over time using a glucometer 
(Accu-check; Roche Diagnostics). Plasma leptin (Quantikine; R&D Systems) and insulin 
(Mercodia) were determined by ELISA in the fasted state or at indicated times. Il6 and TNFα 
were measured by ELISA (Quantikine; R&D Systems) or Luminex (Milliplex; Merck 
Millipore). At the time of sacrifice, tissues and organs were dissected, weighted and directly 
processed for further analyses. For gene expression and Western blot analyses, samples were 
snap frozen in liquid nitrogen and stored at -80°C.  
 
Interventional experiments: For chronic treatment with PD0325901 (Selleckchem), animals 
were daily injected i.p. with 1 mg/kg/d PD0325901 or vehicle as a control for 1 month. For 
treatment with SHP099 (Selleckchem), animals were high fat fed (HFD 60%, Research diet) 
during 12 weeks with daily gavage with 50 mg/kg/d SHP099 or vehicle as a control during 
the 2 last weeks. Metabolic parameters were determined before and after treatment. For bone 
marrow transplantation (BMT), recipient mice (12 weeks) were irradiated with a dose of 9 Gy 
radiation. The next day, bone marrow cells were sterilely isolated by flushing femurs and 
tibias of WT and NS donor mice (12 weeks) with DMEM/F12. Red blood cells were lysed 
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with erythrocyte lysis buffer (ELB) (EDTA 126 mM, KH2PO4 7.3 mM, NH4Cl 165 mM), then 
counted and resuspended in saline solution. 10 x 106 bone marrow cells were intravenously 
injected into recipient mice. Reconstitution efficiency was assessed 6 and 17 weeks after the 
BMT by genotyping on genomic DNA from blood cells. Metabolic parameters were assessed 
before BMT and at indicated times after BMT. For macrophage depletion, 10 week-old mice 
were i.p. injected with clodronate-liposomes or PBS-liposomes (ClodronateLiposomes) (100 
mg/kg) every three days for 10 days. At day 10, glucose tolerance test was performed. 
  
BMDM generation, stromal fraction preparation and flow cytometry: To generate 
BMDM, freshly isolated bone marrow cells were plated in DMEM/F12 medium containing 
M-CSF (20 ng/mL, Peprotech), 10% fetal bovine serum (FBS) and antibiotics (Invitrogen). 
Medium was replaced every 2 days and cells were harvested on day 7. For LPS stimulation, 
cells were overnight fasted, then treated for indicated time with LPS (1 ng/mL, Sigma-
Aldrich). For stromal fraction preparation, mice were anesthetized with pentobarbital (50 
mg/kg), then perfused with PBS to wash out blood from tissues. Mice were euthanized and 
tissues were taken off. Adipose tissue (AT) and muscle were digested with collagenase A (1 
mg/mL, Sigma-Aldrich) during 25 min for AT and 2hr for muscle. After centrifugation at 
600g for 10 min, the pellet containing stromal fraction was incubated with ELB for 10 min 
followed by another centrifugation (600g, 10 min) and resuspension in PBS. Liver was 
digested with collagenase D (2.5 mg/mL, Roche Diagnostics, IN, USA) during 20 min at 
37°C. After centrifugation at 600 g for 10 min, stromal cells were separated in 30% percoll 
and pellets containing stromal cells were incubated with ELB as described above. Stromal 
fraction cells were incubated with Fc block (BD Biosciences) for 5 min at room temperature 
before staining with Livedead (Invitrogen) and fluorescent dye-conjugated antibodies (CD45-
BV421, F4/80-APC, CD11b-PE, CD11c-BV711, BD Biosciences) or control isotypes (BD 
 23 
Biosciences) for 25 min at 4°C. Data were acquired on a cytometer (BD Fortessa) and 
analyzed with Diva8 software. 
 
Single cell RNA sequencing: F4/80+ cells from liver stromal fractions (pool of 6 animals per 
genotype) were sorted by flow cytometry, spun down and resuspended in DMEM. Single cell 
libraries were prepared with the Chromium Single Cell 3’ Library & Gel Bead Kit v2 & i7 
Multiplex Kit and A Chip Kit from 10X Genomics. The barcoded library was sequenced on 
an Illumina HiSeq3000 in 150-8-150 paired-end configuration. Raw sequencing reads were 
demultiplexed, mapped to the mouse reference genome (build mm10) and gene-expression 
matrices were generated using CellRanger (version 2.1.0). This gene-expression matrix was 
further filtered in Seurat 2.0 and cells with less than 100 genes or 1000 unique molecular 
identifiers (UMIs) were discarded as well as cells with more than 8000 expressed (multiplets) 
genes and more than 20% of mtRNA. In total 284,897,143 reads were mapped and 1856 cells 
were detected with a sequencing saturation of 92.8%. After normalization, these cells were 
clustered using the Seurat workflow based on dimensionality reduction by a PCA of the 2976 
most variable genes. The first 10 PCs were used to identify the different clusters in the dataset 
and to visualize these clusters in a t-Distributed Stochastic Neighbor Embedding (tSNE) plot.  
 
Statistical analysis: For analysis of patient data, NS patients were matched with three lean 
(male and female: BMI Z-score<-1), normal weight (male: -1< BMI Z-score <1.3, female: -
1<Z-BMI<1.2) or obese (male: BMI Z-score >2.288, female: BMI Z-score >2.192) patients 
from the OBE cohort. Matching was performed on Gender, using exact matching and on Age, 
using the “nearest neighbours” method from the R package “MatchIt”. Two by two 
comparisons were performed using Student’s t-Test. Longitudinal analyses were performed 
using a linear mixed model (R package “lmer”) approach to account for the correlation 
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between repeated measures over time. Time was included as an orthogonal polynomials of 
degree two and Age, Z-BMI, Sex and patient’s group were included as fixed effect covariates. 
Intercept was included as fixed and random effect. All mouse data were analysed with 
Graphpad Prism and are expressed as mean ± SEM. Except otherwise indicated, statistical 
significance was determined by using paired or unpaired two tailed Student t test, Mann & 
Withney test was used in case of unequal variances, and two-way ANOVA with Bonferroni 
post hoc test, or two-way ANOVA with repeated measures, as appropriate. P-values <0.05 
were considered significant (*p < 0.05; **p < 0.01; ***p < 0.001). 
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Fig. S1:  Glucose metabolic parameters of NS mice. 
Fig. S2: Metabolic parameters of NS mice 
Fig. S3: NS mice display similar glucose intolerance as WT animals during High Fat Diet 
despite being resistant to obesity.  
Fig. S4: MEK inhibition only transiently improves glucose intolerance without effect on 
metaflammation 
Fig. S5: Metabolic parameters of obese/diabetic B6/129 mice before and after SHP099 
treatment. 
Table S1: Genetic confirmation of NS patients. 
Table S2: Metabolic parameters of NS patients and lean, normal weight and obese 
individuals.  
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Fig. 1: Systemic SHP2 hyperactivation is associated with glucose intolerance and insulin 
resistance 
(A-C) NS-PTPN11 patients and age and gender-matched normal weight, obese and lean 
patients were subjected to OGTT. (A) OGTT curve. (B) Insulinemia curve. (C) Scatter plots 
of normalized 2hr glycemia/Z-BMI. Values are expressed as mean ± SEM, n= 9-27 in each 
group, mixed model, *p<0.05 for NS vs normal weight. 
(D-G) Phenotyping of NS, SHP2D61G/+ mice. (D) OGTT on 10-12 week-old WT and NS 
animals. (E) Fasting (-15) and Glucose-induced (+15) insulinemia during OGTT. (F) Insulin 
immunofluorescence on pancreas section. (G) ITT on 10-12 weeks WT and NS animals.  
(H) Immunoblotting on hepatic and muscle tissue after insulin injection (10 min) in 6 hr 
fasted WT and NS mice (20 weeks old). 
Values are expressed as mean ± SEM, n=9-12 in each group, *p<0.05, **p<0.01, 
***p<0.001, 2-way ANOVA with Bonferroni post test or unpaired Student t-test when 
necessary. 
(I-K) NS and WT animals were subjected to a hyperinsulinemic euglycemic clamp and 
glucose infusion rate was determined (I), then glucose uptake was measured in gastrocnemius 
(GAS) and soleus muscles, and in subcutaneous (SC) and perigonadal (PG) adipose tissues 
(J). Whole body glucose turnover was determined in basal and hyperinsulinemic euglycemic 
states and hepatic glucose production was calculated (K). Values are expressed as mean ± 







Fig. 2: Hyperactive SHP2 -associated insulin resistance is not related ectopic lipid 
deposits 
(A) The proportion of fat mass of WT and NS mice has been measured with EchoMRI at 
different ages. 
(B-G) Overnight fasted animals (20 weeks old) were euthanized and the following analyses 
were performed. 
(B) Weight of different tissues. 
(C) Leptinemia determined by ELISA. 
(D-H) Lipid plasmatic profile: (D) Triglycerides, (E) Cholesterol, (F) Free fatty acids, (G) 
HDL and (H) LDL were determined. 
(I,J) Triglycerides quantification (I) in muscle, and (J) liver. 
(K) Red oil O staining on liver sections and quantification.  
Values are expressed as mean ± SEM n= 8-12 in each group *p<005, **p<001, ***p<0.001, 







Fig. 3: The glucose intolerance is transferred with hematopoietic cells 
(A) Scheme of bone marrow transplantation (BMT). At 10 weeks of age, WT and NS 
recipient mice were irradiated, then repopulated with WT or NS bone marrow cells. 
Representative genotyping using DNA from blood or tail as templates.  
(B, C) Body composition: (B) Body weight and (C) fat mass of the W>W, N>N, W>N and 
N>W mice at the end of the procedure.  
(D, E) 5 weeks after BMT, (D) OGTT and (E) fasting glycemia were determined. 
(F-H) 17 weeks after BMT, (F) OGTT, (G) fasting glycemia and (H) insulinemia were 
determined.  
Values are expressed as mean ± SEM, n=8-14 in each group, *p<0.05, **p<0.01 (N>N vs 
W>N), #p<0.05 (W>W vs N>N), §p<0.05 (W>W vs N>W) 2-way ANOVA with Bonferroni 







Fig. 4: SHP2D61G/+ mice display a metaflammation phenotype 
 (A) Expression of inflammation markers was quantified by RT-qPCR on liver, white adipose 
tissue and muscle from WT and NS mice (20 weeks old). 
(B) Il-6 and TNFalpha plasma levels were determined by ELISA.  
(C) White blood cells and monocytes were quantified by a blood analyzer. 
(D) Representative pattern of flow cytometry analysis and quantification of F4/80+ and 
CD11c+ cells (defined as viable CD45+, F4/80+ and CD11b+) from WAT-derived stromal 
cells from WT and NS mice.  
(E) Quantification of F4/80+ and (F) CD11c+ cells from liver, muscle and WAT from WT 
and NS animals  
(G-I) Inflammatory profile in mice from BMT protocol. (G) IL-6 and TNFalpha plasma levels 
were measured by Luminex. Expression of inflammation markers was quantified by RT-
qPCR on liver, WAT and muscle from (H)  N>W and (I) W>N chimeric mice. 








Fig. 5: Macrophage depletion rescues glucose intolerance in SHP2D61G/+ mice 
NS mice were injected with clodronate or vehicule, then the following analyses were 
performed: 
(A) OGTT. Values are expressed as mean ± SEM, n=8-10 in each group, 2-way ANOVA 
with Bonferroni post test for glycemia curve, **p<0.01, ***p<0.001 for WT vs NS, §p<0.05, 
§§p<0.01, §§§p<0.001 for NS-vehicle vs NS-clodronate, unpaired Student t-test for AUC values 
(*p<0.05, **p<0.01). 
(B) Fasting glycemia was measured. Values are expressed as mean ± SEM, n=8-10 in each 
group, unpaired Student t-test (**p<0.01, ***p<0.001). 
(C) Expression of inflammation markers was determined by RT-qPCR in tissues from 
clodronate-treated NS mice compared to PBS-injected NS animals. Values are expressed as 
mean ± SEM, n=8-10 in each group Student t-test (**p<0.01). 
(D) Quantification of F4/80+ and CD11c+ cells (defined as viable CD45+, F4/80+ or viable 
CD45+, F4/80+ and CD11b+) in stromal fractions and from liver, muscle and WAT after 
clodronate treatment. Values are expressed as mean ± SEM, n=4 in each group, unpaired 
Student t-test (*p<0.05, **p<0.01). 
(E, F) Insulin-evoked AKT Ser473 phosphorylation in liver, muscle and WATs from WT and 
NS mice injected with vehicle or clodronate was determined by western blot (E) and 
quantified (F). Values are expressed as mean ± SEM, n=4-5 in each group, unpaired Student 







Fig. 6: Hyperactive SHP2 mutant shifts macrophage identity towards a 
proinflammatory phenotype 
(A-C) BMDM were prepared from WT and NS mice. (A) Expression of inflammation 
markers was determined by RT-qPCR. (B) LPS-induced p65 phosphorylation were assessed 
by western blot. (C) Quantification of p65 phosphorylation. Values are expressed as mean ± 
SEM, 2-way ANOVA with Bonferroni post test or unpaired Student t-test when necessary, 
*p<0.05, ***p<0.001. 
(D-H) F4/80+ cells were isolated from liver stromal fractions from WT and NS mice then 
processed for single cell RNA sequencing. (D) Volcano plot, (E) t-SNE diagram, (F) Heat-
map of differentially expressed genes in the entire population and in the different clusters, (G) 
distribution of selected up-regulated genes, (H) top 10 up-regulated genes in NS cells and 
cluster 6. 
(I, J) Expression of top up-regulated markers in liver of (I) clodronate treated animals and (J) 
BMT animals. Values are expressed as mean ± SEM, n=4-5 in clodronate, n=8-14 in BMT, 







Fig. 7: Pharmacological inhibition of SHP2 improves insulin sensitivity and reduced 
metaflammation in obese/diabetic mice  
HFD fed C57B6 animals were treated by oral gavage with SHP099 or vehicle as a control 
during 2 weeks and the following analyses were performed. 
(A-D) Post treatment OGTT with (A) glycemia curve and (B) AUC, (C) fasted glycemia, (D) 
fasted and glucose-induced insulinemia. 
(E) Post treatment ITT. 
(F) Insulin-evoked AKT Ser473 phosphorylation in hepatic and muscle tissue. 
(G) Body weight variation. 
(H) Tissue weight. 
(I, J) Expression of inflammation markers was quantified by RT-qPCR on liver, WAT and 
muscle (H) and flow cytometry analysis of stromal fraction from liver, muscle and 
subcutaneous WAT (I). 
(K) Expression of NS-associated markers in liver of obese/diabetic animals.  
Values are expressed as mean ± SEM n=5-8 in each group, 2-way ANOVA with Bonferroni 
post test for glycemia curve and unpaired Student t-test or Mann & Whitney test when 
variances were unequal. NCD vs HFD-veh: #p<0.05, ##p<0.01, ###p<0.001; NCD vs HFD-




Table 1: Metabolic parameters of NS patients compared to age- and gender- matched lean, normal weight and obese subjects (OGTT 
subgroups) 
 
 NS Normal weight NS/norm.p Obese NS/obese.p Lean NS/lean.p 
n 9 27 - 27 - 8 - 
Male-Female  (% of female) 6-4 (44.4) 18-12 (44.4) 1.000 18-12 (44.4) 1.000 4-4 (50.0) 1.000 
Age (years) (mean (sd)) 11 (3.62) 12.1 (2.67) 0.41 11.32 (3.05) 0.8 14.09 (3.42) 0.087 
Z-BMI (mean (sd))  -0.82 (1.08)  0.35 (0.58)  0.012  3.81 (0.73)  <0.0001 -1.32 (0.36)  0.218  
Fasted glycemia (SI) (mean (sd)) 4.55 (0.60)  4.71 (0.51)  0.475  4.83 (0.39)  0.213  4.94 (0.53)  0.178  
Fasted insulinemia (SI) (mean (sd)) 48.27 (37.41)  45.07 (28.12)  0.827  98.8 (57.95)  0.009 58.08 (37.44)  0.608  
2 hr glycemia (SI) (mean (sd)) 5.47 (1.29)  4.6 (0.77)  0.086  5.32 (0.97)  0.757  5.05 (1.19)  0.498  
2 hr insulinemia (SI) (mean (sd)) 296.38 (136.70)  97.59 (113.16)  0.056  293.82 (297.78)  0.978  190.55 (188.96)  0.299  
Normalized 2 hr glycemia (%) (mean (sd)) 121.35 (31.59)  98.78 (20.42)  0.072  110.04 (17.67)  0.332  102.9 (25.48)  0.203  
Normalized 2 hr insulinemia (%) (mean (sd)) 550.33 (209.11)  229.64 (196.62)  0.047  300.19 (197.13)  0.091  339.06 (273.85)  0.177  
HOMAIR (mean (sd)) 1.51 (1.28)  1.39 (0.93)  0.804  3.1 (1.87)  0.014  1.92 (1.43)  0.553  
QUICKI (mean (sd)) 0.16 (0.02)  0.16 (0.02)  0.945  0.15 (0.01)  0.027  0.16 (0.02)  0.453  













Supplementary Materials and Methods 
Patient genetic testing:  DNA samples were obtained from peripheral leukocytes. Mutation 
screening was performed by direct bidirectional sequencing of exons and their flanking 
intron-exon boundaries. The entire coding regions of PTPN11 were tested. Primers and PCR 
conditions are available on request. The PCR products were sequenced (Big Dye Terminator 
Cycle Sequencing Ready Reaction Kit; (Applied Biosystems, Foster City, CA, USA) and 
reaction products run on an automated capillary sequencer (ABI 3100 Genetic Analyzer, 
Applied Biosystems). Sequences were aligned using Seqscape analysis software (Applied 
Biosystems) and compared with the reference sequences for genomic DNA and mRNA. 
GenBank accession numbers for genomic and mRNA reference sequences, respectively, are 
as follows: PTPN11 NC_000012 and NM_002834. 
Hyperinsulinemic euglycemic clamp : Hyperinsulinemic euglycemic clamp procedure was 
performed as previously described (57). Briefly, a catheter was indwelled into the femoral 
vein under anesthesia with an interscapular exit point. The mice were housed individually and 
allowed to recover for 3–4 days. On the day of the experiment the mice were 6 hr fasted. A 3-
hr hyperinsulinemic-euglycemic clamp was conducted in conscious mice with continuous 
infusion of human insulin at a rate of 18 or 1.5 mIU/kg/min, followed by infusion of 20% or 
7.5% glucose at variable rates to maintain euglycemia. To determine the insulin -stimulated 
glucose utilization in tissues, a bolus of intravenous injection of 50 µCi 2-deoxy-D-[3H] 
glucose (D-[3H]- 2DG) (NEN LifeScience) was performed in the femoral vein 60 min before 
the end of the clamp. Plasma D-[3H]-2DG disappearance and glucose concentration were 
determined in 5 µl blood sampled from the tail vein at 0, 5, 10, 15, 20, 25, 30, 45, and 60 min 
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after injection. Different tissues were dissected out and treated as previously described to 
determine D-[3H]-2DG uptake (58). To measure whole body glucose turnover in basal state, 
HPLC purified D-[3H]-glucose (Perkin Elmer; Boston, MA) was continuously infused in the 
femoral vein at a rate of 10 µCi/kg/min for 90 min. Under hyperinsulinemic conditions, 
insulin was infused at a rate of 1.5 mIU/kg/min and the tracer was infused at 10 µCi/kg/min to 
ensure a sufficient plasma D-[3H]-glucose enrichment.  Plasma glucose concentrations and D-
[3H]-glucose-specific activity were determined in 5 µL of blood. 
Gene expression analysis: Total mRNAs were isolated using GeneJET RNA purification kit 
(Thermo Scientific) and DNAse (Qiagen) then reverse transcribed using High Capacity 
cDNA reverse transcription kit (Applied Biosystems). Next, Real Time-qPCR was performed 
using indicated primer pairs (table S3) and gene expression was normalized to 36B4, 
GAPDH, HPRT or Beta 2 microglobulin housekeeping genes. 
 
Liver and muscle triglyceride content: Tissues were homogeneized using Precellys sample 
lyser, resuspended with ethanol and incubated 1hr at room temperature. Samples were 
centrifugated 1 min at 2000 rpm, and free glycerol (free glycerol reagent, Sigma Aldrich) was 
quantified. Then triglycerides were hydrolyzed (Triglyceride reagent, Sigma Aldrich) and 
total glycerol was determined. Tissue triglyceride content is calculated by subtracting free 
glycerol to total glycerol. 
 
Histology and immunohistochemistry: Tissue samples were fixed in 10% formalin for 24 
hrs, then incubated at 4°C in 70% ethanol before being paraffin-embedded or in 30% sucrose 
before being cryo-embedded with OCT. For histology, sections were stained with red oil O 
following standard procedures. For immunohistochemistry, insulin was detected using an 
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anti-cobaye Insulin antibody (Biogenex) followed by an anti-cobaye Cy2 antibody 
(Invitrogen).  
 
Western blot: Tissues were homogeneized in tissue lysis buffer (TRIS 20 mM, NaCl 150 
mM, EDTA 1 mM, EGTA 1 mM, TRITON X100 1%, Tetra-Sodium Pyrophosphate 2.5 mM, 
B-Glycerophosphate 1 mM, Sodium orthovanadate 1 mM) containing proteases and 
phosphatases inhibitors (Sigma-Aldrich) mixtures using Precellys sample lyser. Cells were 
homogeneized in cold lysis buffer (HEPES 20 mM, glycerol 25%, NaF 15 mM, NaCl 0.4 M, 
EDTA 1 mM, NPO4 1 mM). Protein concentration was determined by the Bradford method 
(BioRad), then lysates aliquots were processed for immunoblotting through standard 
procedure. 
Antibodies:  
Phospho-AKT (S473) : CST 4060 
AKT : CST 9272 
Phospho-ERK1/2 (T202/Y204): CST 4370 
ERK1/2 : CST 4695 
GAPDH : CST 2118 
Phospho-P65 (S536): CST 3033 
Tubulin : sigma T5168 
Anti-mouse IgG, HRP-linked : CST 7076 










Fig. S1:  Glucose metabolic parameters of NS mice. 
(A) OGTT on 20 week-old WT and NS animals.  
(B) ITT at 0.75IU/kg of insulin. 
Values are expressed as mean ± SEM n=10-12 in each group, 2-way ANOVA with 
Bonferroni post test when 2-way ANOVA was significant, *p< 0.05, **p< 0.01. 
(C) GIR during 18 mIU insulin hyperglycemic euglycemic clamp. Values are expressed as 
mean ± SEM n=5-8 in each group, unpaired Student t-test. 








Fig. S2: Metabolic parameters of NS mice 
(A) Body weight measured at indicated ages. 
(B-D) Fat (B) and lean (C) masses were determined at indicated ages using a EchoMRI 
apparatus and lean mass proportion was calculated (D).  
Values are expressed as mean ± SEM n= 8-12 in each group, *p< 0.05, **p< 0.01, ***, 







Fig. S3: NS mice display similar glucose intolerance as WT animals during High Fat 
Diet despite being resistant to obesity.  
10 week-old WT and NS animals were subjected to HFD for 10 weeks. 
(A) Body weight curve of WT and NS mice under Normal Diet (ND) and High Fat Diet 
(HFD).  
Values are expressed as mean ± SEM, n=9-12 for each group, *p< 0.05, ***p< 0.001 for WT 
versus NS under HFD, ##, p<0.01 for WT versus NS under ND, 2-way ANOVA with 
Bonferroni post test when 2-way ANOVA was significant. 
(B) Proportion of fat mass of WT and NS animals at different times of ND and HFD.  
(C) Tissue weight of high-fat fed WT and NS mice. 
(D) Leptinemia of high-fat fed WT and NS mice.  
(E) OGTT performed on WT and NS mice at 13 weeks of HFD. 
(F) ITT performed on WT and NS mice at 9 weeks of HFD. 
(G, H) Fasting glycemia (G), fasting and glucose-evoked insulinemia (H) during OGTT. 
(I) Triglycerides, cholesterol and free fatty acids in plasma from high fat –fed WT and NS 
mice.  
(J) Triglycerides quantification in muscle and liver. 
(K) Red Oil O staining staining on liver sections from high fat –fed WT and NS mice and 
quantification. 
Values are expressed as mean ± SEM, n=9-12 for each group, *p< 0.05, **p<0.01, ***p< 







Fig. S4: MEK inhibition only transiently improves glucose intolerance without effect on 
metaflammation 
12 week old WT and NS mice have been treated during 4 weeks with a MEK inhibitor 
(PD0325901 1 mg/kg/d, injection i.p.) or vehicle (HPMC). 
(A) Immunoblotting in liver extract from fasted animals 4 weeks after treatment. 
(B) OGTT and (C) AUC 2 weeks after treatment start.  
(D-I) Glucose tolerance, adiposity and inflammation 4 weeks after treatment start. (D) OGTT, 
(E) AUC, (F) body weight, (G) fat mass, (H) expression of inflammation markers quantified 
by RT-qPCR on liver, muscle and WAT and (I) flow cytometry analysis of stromal fraction 
from muscle and subcutaneous WAT. Values are expressed as mean ± SEM n=13-15 in each 
group and n=4 for flow cytometry analyzes, 2- way ANOVA with Bonferroni post test for 
glycemia curve  (*p< 0.05, **p< 0.01, WT-Veh vs NS-Veh;  §, p<0.05 , NS-veh vs NS-PD03; 
#p< 0.05, WT-veh vs NS-PD03), unpaired Student t-test for AUC values (* p<0.05, ** 







Fig. S5: Metabolic parameters of obese/diabetic B6/129Sv mice before and after SHP099 
treatment. 
(A-D) Mice were fed a HFD during 10 weeks, then splitted into 2 groups for SHP099 or 
vehicle gavage and their metabolic parameters were assessed prior to treatment. (A) Body 
weight, (B) body composition, (C) fasting glycemia, (D) OGTT. 
(E-N) Glucose tolerance, adiposity and inflammation 2 weeks after treatment. (E) OGTT, (F) 
AUC, (G) fasting glycemia, (H) fasting and glucose-evoked insulinemia during OGTT, (I) 
body weight, (J) fat mass, (K) fat mass normalized with body weight, (L) tissues weight, (M) 
expression of inflammation markers quantified by RT-qPCR on liver, muscle and WAT and 
(N) flow cytometry analysis of stromal fraction from subcutaneous WAT. 
Values are expressed as mean ± SEM n=6 in each group, 2-way ANOVA with Bonferroni 
post test when 2-way ANOVA was significant for glycemia curve and unpaired Student t-test 





























1 1 1,1 PTPN11 n.d n.d no 
2 1 2,1 PTPN11 c.417 G>C p.Glu139Asp no 
3 1 2,7 PTPN11 c.124 A>G p.Thr42Ala no 
4 2 4,5 PTPN11 c.188 A>G p.Tyr63Cys no 
5 1 4,6 PTPN11 c.184 T>G  p.Tyr62Asp no 
6 2 4,8 PTPN11 c.417 G>C p.Glu139Asp no 
7 1 6,2 PTPN11 c.844 A>G  p.Ile282Val yes 
8 1 7,1 PTPN11 c.922 A>G p.Asn308Asp yes 
9 2 8,3 PTPN11 c.844 A>G p.Ile282Val yes 
10 1 10,5 PTPN11 c.234 A>G p.Gly79Arg yes 
11 2 10,8 PTPN11 c.172 A>G p.Asn58Asp yes 
12 1 11,3 PTPN11 c.922 A>G p.Asn308Asp excluded/ 
hypoglycemia 
13 1 11,3 PTPN11 c.184 T>G  p.Tyr62Asp yes 
14 1 11,3 PTPN11 c.922 A>G p.Asn308Asp no 
15 1 12,1 PTPN11 c.1300 G>A p.Gly434Arg yes 
16 1 12,8 PTPN11 c.188 A>G p.Tyr63Cys no 
17 1 14,0 PTPN11 c.922 A>G p.Asn308Asp no 
18 2 15,1 PTPN11 c.417 G>C p.Glu139Asp yes 
19 2 16,2 PTPN11 c.417 G>C p.Glu139Asp no 
20 2 17,3 PTPN11 c.922 A>G  p.Asn308asp yes 













Table S2: Metabolic parameters of NS patients and lean, normal weight and obese individuals. Values presented in Table 1 are italicized 
 
 NS Normal weight NS/norm.p Obese NS/obese.p Lean NS/lean.p 
Basal parameters (whole cohort)        
n 21 63 - 63 - 15 - 
Male-Female (% of female) 14-7 (33.3) 42-21 (33.3) 1 42-21 (33.3) 1 8-7 (46.7) 0.64 
Age (years) (mean (sd)) 9.61 (5.09) 11.99 (2.83) 0.05  10.92 (3.51) 0.29 11.81 (4.22) 0.17 
BMI (kg/cm2) (mean (sd)) 15.89 (1.93) 18.19 (2.10) <0.0001  29.02 (6.59) <0.0001 15.19 (1.76) 0.27 
Z-BMI (mean (sd)) -0.93 (0.86) 0.37 (0.56) <0.0001  4.26 (1.20) <0.0001 -1.52 (0.44) 0.01 
Weight (kg)(mean (sd)) 25.96 (13.60) 41.13 (12.28) <0.0001  67.50 (27.35) <0.0001 34.40 (14.27) 0.08 
Height (cm) (mean (sd)) 122.72 (27.80) 148.47 (14.65) 0.0005 149.45 (17.59) 0.0003 146.60 (22.58) 0.008 
Fat mass (%) (mean (sd)) 0.19 (0.07) 0.23 (0.06) 0.053 0.40 (0.08) <0.0001 0.22 (0.10) 0.48 
Fasted glycemia (SI) (mean (sd)) 4.49 (0.56) 4.76 (0.48) 0.054 4.87 (0.60) 0.02 4.85 (0.47) 0.04 
Fasted insulinemia (SI) (mean (sd)) 44.77 (29.87) 42.73 (26.12) 0.8 107.40 (83.93) <0.0001 50.56 (30.35) 0.59 
HOMAIR (mean (sd)) 1.32 (0.97) 1.33 (0.89) 0.9 3.49 (3.35) <0.0001 1.64 (1.14) 0.41 
QUICKI (mean (sd)) 0.17 (0.02) 0.17 (0.02) 0.84 0.15 (0.02) 0.0001 0.16 (0.02) 0.39 
Cholesterol (SI) (mean (sd)) 3.61 (0.64) 4.42 (0.88) <0.0001  4.44 (0.80) <0.0001 4.32 (1.18) 0.05 
Triglycerides (SI) (mean (sd)) 0.74 (0.45) 0.71 (0.34) 0.78 1.05 (0.52) 0.013 0.80 (0.25) 0.62 
HDL (SI) (mean (sd)) 1.24 (0.33) 1.57 (0.36) 0.0013 1.24 (0.30) 0.96 1.41 (0.35) 0.18 
LDL (SI) (mean (sd)) 1.95 (0.53) - - -  - - 
Leptin (SI) (mean (sd)) 2.04 (2.00) 7.90 (7.35) 0.0003 24.82 (11.14) <0.0001 4.90 (0.99) 0.07 
Monocytes (SI) (mean (sd))-norm :0.2-1 0.82 (0.35)       
Lymphocytes (SI) (mean (sd))-norm : 1.5-7 2.7 (1)       
Leukocytes (SI) (mean (sd))-norm : 4.5-15 7.9 (2.9)       
Neutrophils (SI) (mean (sd))-norm :1.5-8.5 4 (1.9)       
Eosinophils (SI) (mean (sd))-norm :0.04-0.5 0.32 (0.37)       
        
Basal and OGTT parameters (OGTT subgroup)        
n 9 27 - 27 - 8 - 
Male-Female  (% of female) 6-4 (44.4) 18-12 (44.4) 1.000 18-12 (44.4) 1.000 4-4 (50.0) 1.000 
Age (years) (mean (sd)) 11 (3.62) 12.1 (2.67) 0.41 11.32 (3.05) 0.8 14.09 (3.42) 0.087 
Weight (kg)(mean (sd))  27.69 (11.12)  39.87 (9.98)  0.012  63.68 (23.64)  <0.0001 42.38 (12.09)  0.021  
Height (cm) (mean (sd))  128.69 (20.57)  146.91 (11.06)  0.030  148.31 (15.08)  0.023  159.62 (17.81)  0.005 
BMI (kg/cm2) (mean (sd))  15.94 (2.04)  18.17 (2.11)  0.014  27.93 (5.39)  <0.0001 16.24 (1.38)  0.721  
Z-BMI (mean (sd))  -0.82 (1.08)  0.35 (0.58)  0.012  3.81 (0.73)  <0.0001 -1.32 (0.36)  0.218  
Glucose 0 (SI) (mean (sd)) 4.55 (0.60)  4.71 (0.51)  0.475  4.83 (0.39)  0.213  4.94 (0.53)  0.178  
Glucose 30 (SI) (mean (sd)) 6.55 (1.05)  6.90 (1.44)  0.456  6.93 (1.71)  0.451  7.28 (1.47)  0.273  
Glucose 60 (SI) (mean (sd)) 5.79 (1.45)  5.44 (1.39)  0.580  5.75 (1.95)  0.956  5.69 (1.25)  0.885  
Glucose 90 (SI) (mean (sd)) 5.58 (2.21)  4.88 (0.98)  0.479  5.64 (1.28)  0.954  5.01 (1.33)  0.591  
Glucose 120 (SI) (mean (sd)) 5.47 (1.29)  4.60 (0.77)  0.086  5.32 (0.97)  0.757  5.05 (1.19)  0.498  
Norm Glucose 0 (SI) (mean (sd)) 100.00 (0.00)  100.00 (0.00)  -  100.00 (0.00)  -  100.00 (0.00)  -  
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Norm Glucose 30 (SI) (mean (sd)) 144.96 (21.51)  146.82 (28.31)  0.839  143.10 (32.13)  0.848  147.29 (25.14)  0.841  
Norm Glucose 60 (SI) (mean (sd)) 133.48 (30.46)  117.24 (36.11)  0.253  118.16 (34.57)  0.275  116.09 (28.99)  0.281  
Norm Glucose 90 (SI) (mean (sd)) 125.21 (47.18)  104.74 (23.99)  0.344  116.45 (22.12)  0.674  101.90 (26.73)  0.311  
Norm Glucose 120 (SI) (mean (sd)) 121.35 (31.59)  98.78 (20.42)  0.072  110.04 (17.67)  0.332  102.90 (25.48)  0.203  
Insulin 0 (SI) (mean (sd)) 48.27 (37.41)  45.07 (28.12)  0.827  98.80 (57.95)  0.009 58.08 (37.44)  0.608  
Insulin 30 (SI) (mean (sd)) 401.54 (224.24)  269.18 (158.51)  0.218  637.47 (431.00)  0.080  385.10 (253.36)  0.900  
Insulin 60 (SI) (mean (sd)) 255.11 (239.53)  195.62 (135.72)  0.579  411.63 (411.20)  0.236  236.65 (151.58)  0.873  
Insulin 90 (SI) (mean (sd)) 246.41 (198.02)  126.40 (137.12)  0.254  365.02 (292.27)  0.292  221.11 (151.22)  0.814  
Insulin 120 (SI) (mean (sd)) 296.38 (136.70)  97.59 (113.16)  0.056  293.82 (297.78)  0.978  190.55 (188.96)  0.299  
Norm Insulin 0 (SI) (mean (sd)) 100.00 (0.00)  100.00 (0.00)  1.000  100.00 (0.00)  1.000  100.00 (0.00)  -  
Norm Insulin 30 (SI) (mean (sd)) 802.74 (422.33)  671.28 (332.13)  0.500  801.45 (588.46)  0.995  739.39 (420.62)  0.786  
Norm Insulin 60 (SI) (mean (sd)) 548.17 (241.63)  517.86 (361.95)  0.807  386.16 (242.65)  0.179  530.48 (496.43)  0.932  
Norm Insulin 90 (SI) (mean (sd)) 496.77 (276.30)  323.21 (250.31)  0.245  396.27 (237.44)  0.479  463.78 (282.54)  0.840  
Norm Insulin 120 (SI) (mean (sd)) 550.33 (209.11)  229.64 (196.62)  0.047  300.19 (197.13)  0.091  339.06 (273.85)  0.177  
HOMAIR (mean (sd)) 1.51 (1.28)  1.39 (0.93)  0.804  3.10 (1.87)  0.014  1.92 (1.43)  0.553  
QUICKI (mean (sd)) 0.16 (0.02)  0.16 (0.02)  0.945  0.15 (0.01)  0.027  0.16 (0.02)  0.453  
Adiposity (%) (mean (sd))  0.22 (0.07)  0.25 (0.07)  0.364  0.41 (0.06)  <0.0001 0.23 (0.11)  0.838  
Cholesterol (SI) (mean (sd))  3.40 (0.54)  4.44 (1.05)  0.0007 4.29 (0.74)  0.0009 3.85 (0.70)  0.160  
Triglycerides (SI) (mean (sd))  0.59 (0.24)  0.71 (0.33)  0.245  0.97 (0.42)  0.003 0.73 (0.25)  0.240  
HDL (SI) (mean (sd))  1.30 (0.37)  1.59 (0.35)  0.066  1.18 (0.28)  0.389  1.28 (0.22)  0.902  
LDL (SI) (mean (sd))  1.83 (0.51)  -  -  -  -  -  -  
Leptin (SI) (mean (sd))  2.29 (1.65)  9.82 (9.66)  0.016  26.08 (11.26)  <0.0001 4.90 (0.99)  0.073  
Monocytes (SI) (mean (sd))-norm :0.2-1 0.85 (0.28) -  -  -  -  -  -  
Lymphocytes (SI) (mean (sd))-norm : 1.5-7 2.54 (1) -  -  -  -  -  -  
Leukocytes (SI) (mean (sd))-norm : 4.5-15 8.33 (3.5) -  -  -  -  -  -  
Neutrophils (SI) (mean (sd))-norm : 1.5-8.5 4.4 (0.75) -  -  -  -  -  -  
Eosinophils (SI) (mean (sd))- norm : 0.04-0.5 0.41 (0.16) -  -  -  -  -  -  
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Table S3: Primer sequence 
F4/80 : F : TGACAACCAGACGGCTTGTG/R : GCAGGCGAGGAAAAGATAGTGT 
CD11b : F : TCGGACGAGTTCCGGATTC/R : TGTATCTTGGGCTAGGGTTTC 
CD11c : F : GATTTCAGCATCCCAGATCCC/R : CCAGATCCACCAGTCCATCC 
CD4 : F : AGGGAGAGTCAGCGGAGTTCT/R : CTCCCCACCCGTTTTCCT 
CD8 : F : TCTGTCGCTGAACCTGCTG/R : TGGAAAGATTCGGAGTTCGG 
CD45 : F : ACATGCTGCCAATGGTTCTG/R : GTCCCACATGACTCCTTTCCTATG 
IL-6 : F : GCCCACCAAGAACGATAGTCA/R : CAAGAAGGCAACTGGATGGAA 
IL-1b : F : CAACCAACAAGTGATATTCTCGATG/R : GATCCACACTCTCCAGCTGCA 
MCP1 : F : GCAGTTAACGCCCCACTCA/R : CCAGCCTACTCATTGGGATCA 
TNFa : F : TGGGACAGTGACCTGGACTGT/R : TTCGGAAAGCCCATTTGAGT 
ARG1 : F : GGCAGTTGGAAGCATCTCTG/R : GTCAGTGTGAGCATCCACCC 
CD206 : F : GCAATTCACGAGAGGCAGG/R : AAACAGGCAGGGAAGGGTC 
Clec4f : F : ATTTGGGGCCCTGTTTCTCT/R : ATGAATGACAGGGTGGAGCA 
Vsig4 : F : TGAGCCACAAAGTTCCAGGA/R : CTGTCATCCATCTGCAGGGT 
CD5l : F : CTGTCTCACCACTCCATCGT/R : GGCCAGCATCAAGTTGAACA 
Fabp7 : F : ACGTGACCAAACCAACTGTG/R : ATGTGCATTGTGTCCGGATC 
Fcna : F : ACTGTGCTCTGTGACATGGA/R : CGTCCACTCGTCGTTGAAAA 
C1qa : F : ATCGAAAAGGACCCCGCAAA/R : GGAATCCGCTGAAGATGCTG 
36B4 : F : AGT CGGAGGAATCAGATGACGAT/R : GGCTGACTTGGTTGCTTTGG 
GAPDH : F : TGCACCACCAACTGCTTAGC/R : GGCATGGACTGTGGTCATGAG 
Beta2 microglubulin : F : CACTGACCGGCCTGTATGC/R : 
GGGTGGCGTGAGTATACTTGAATT 
HPRT : F : TGGCCATCTGCCTAGTAAAGC/R : GGCAAGAGAGGTCCACGAT 
 
